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Optimale Konservierungsmethoden sind erforderlich, um die zeitnahe und bedarfsgerechte
Verfügbarkeit kardiovaskulärer Transplantate für den Ersatz geschädigter Gewebe (Herz-
klappen oder Gefäße) zu garantieren. Die konventionelle Kryokonservierung (engl.: Con-
ventional Frozen Cryopreservation, CFC) ist derzeit der methodische Goldstandard zur Kon-
servierung kardiovaskulärer Allografts in der klinischen Anwendung. Jedoch limitieren Im-
munreaktionen deren Langzeitfunktionalität. Die alternative Methode der eisfreien Kryo-
konservierung (engl.: Ice-free Cryopreservation, IFC) wurde kürzlich entwickelt und erste
Studien sprechen für eine reduzierte Immunogenität der IFC-Gewebe. Im Rahmen der Ar-
beit wurde die Reaktion des humanen Immunsystems auf allogene kardiovaskuläre Gewe-
be nach Anwendung unterschiedlicher Konservierungsmethoden mittels geeigneter In-vitro-
Testsysteme umfänglich charakterisiert. Der Fokus lag dabei auf dem Vergleich der beiden
Kryokonservierungsverfahren CFC und IFC. Zusätzlich wurde Glutaraldehyd (GA) -fixiertes
Gewebe untersucht, um die Ergebnisse in den Gesamtkontext der Gewebekonservierung ein-
zuordnen.
Zunächst erfolgte die Analyse der histologischen sowie metabolischen Eigenschaften des
unterschiedlich konservierten humanen Aortengewebes, welches als Modellmaterial diente.
Hierbei wurde festgestellt, dass die typische Gewebestruktur nach IFC erhalten blieb, je-
doch die metabolische Aktivität sowie Apoptose und Nekrose des Gewebes durch IFC re-
duziert wurde. Dies spiegelte sich auch in der verminderten Freisetzung insbesondere pro-
inflammatorsicher Zytokine aus IFC-Gewebe wider. Nachfolgend wurden funktionelle In-
vitro-Tests entwickelt, um die Reaktionen humaner Immunzellpopulationen auf die konser-
vierten Gewebe differenziert zu untersuchen. Es zeigte sich deutlich, dass Polymorphker-
nige Leukozyten (engl.: Polymorphonuclear Leukocytes, PMNs) und Monozyten verstärkt
in Richtung der löslichen Faktoren aus CFC- und GA-fixiertem Gewebe, jedoch nicht aus
IFC-Gewebe migrieren. In Kokulturen der PMNs und Makrophagen auf dem Aortengewebe
konnte bei keiner der Konservierungsmethoden eine Aktivierung der PMNs nachgewiesen
werden. Ausschließlich bei Makrophagen, welche auf GA-fixiertem Gewebe kultiviert wur-
den, fand eine Polarisation zum M1-Phänotyp statt. Weiterhin zeigte sich, dass lediglich
lösliche Faktoren des CFC-Gewebes in der Lage waren, die Aktivierung und Proliferation
von T-Zellen in einer αCD3-stimulierten Immunzellkultur zu verstärken.
Insgesamt belegen diese Daten detailliert, dass die IFC-Methode die Eigenschaften des Ge-
webes selektiv moduliert und dadurch eine verringerte Aktivierung des humanen Immunsys-
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tems stattfindet. Die Ergebnisse der Arbeit verdeutlichen somit, dass IFC eine aussichtsrei-




Optimal preservation methods are needed, to ensure constant availability of biological ma-
trices for the replacement of damaged cardiovascular structures (heart valves or vessels)
for clinical use. Conventional frozen cryopreservation (CFC) is currently the gold standard
for cardiovascular allograft preservation. However, inflammation and structural deteriorati-
on limit transplant durability. Evidence of attenuated immune responses against heart valve
allografts has proved the recently developed method of Ice-free cryopreservation (IFC) to be
a superior method. The aim of this study was to characterize the reaction of the human im-
mune system to allogeneic cardiovascular tissues after different preservation methods with
suitable test systems in vitro. Human aortic tissue served as a proof-of-principle material
for heart valve and vascular allografts. The study focused mainly on the comparison of both
cryopreservation techniques CFC and IFC. However, regarding some aspects the cryopre-
servation was compared to glutaraldehyde (GA) fixation, which is another common tissue
preservation method.
First, the histological and metabolic features of the differently preserved aortic tissues were
analyzed. Tissues preserved by IFC exhibited typical architecture but significantly lower
metabolic activity and the absence of necrotic or apoptotic cells. The reduced release of pro-
inflammatory cytokines and chemokines from IFC-tissue reflected these latter observations.
Second, the response of distinct human immune cell populations to the preserved tissues was
evaluated in functional in-vitro-assays. It was shown that migration of polymorphonuclear
leukocytes (PMNs) and monocytes was significantly enhanced by soluble factors from CFC-
and GA-fixed tissue, but not by factors released from IFC-tissue. In co-cultures of human
PMNs and macrophages on aortic tissue, none of the preserved tissue induced activation
of PMNs. Exclusively GA-fixed tissue triggered the polarization of macrophages towards a
M1-phenotype. Moreover, cues from only CFC-tissue but not IFC-tissue amplified a αCD3-
triggered T cell activation and proliferation.
In conclusion, IFC selectively modulates the characteristics of tissues resulting in an atte-
nuated activation of the human immune system. Therefore, the results of this study show,
that IFC treatment is a promising strategy for improved tissue preservation and storage of
cardiovascular allografts for clinical use.
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1 Einleitung
1.1 Ersatz und Reparatur kardiovaskulärer Gewebe
Seit 50 Jahren werden Herzen erfolgreich beim Menschen transplantiert. Im Dezember 1967
gelang dem südafrikanischen Chirurgen Christiaan Barnard die erste Herztransplantation der
Welt. Nachfolgend wurden im Jahr 1968 die ersten erfolgreichen Transplantationen eines
menschlichen Spenderherzens in den USA und in Europa durchgeführt.
Transplantationen einzelner humaner kardiovaskulärer Gewebe fanden jedoch schon wesent-
lich früher statt. 1948/49 berichteten Gross et al. von der erfolgreichen Transplantation hu-
maner, arterieller Gefäße [1,2]. Im Jahr 1956 wurden die ersten humanen Aortenklappen mit
guten Ergebnissen in Patienten implantiert [3] und mit deren Einführung in die klinische Pra-
xis durch Donald Ross erlangten humane Aortenklappen ab 1962 eine zunehmend größere
Bedeutung für den Ersatz geschädigter Herzklappen [4].
Erkrankungen wie Atherosklerose, rheumatisches Fieber, Endokarditis oder auch angebo-
rene Fehlbildungen können Herzklappenerkrankungen verursachen, welche beispielsweise
eine Stenose der Klappe zur Folge haben. Dies kann im weiteren Verlauf zur Herzinsuf-
fizienz führen. Ebenso können Blutgefäße durch angeborene oder erworbene Krankheiten
geschädigt und in ihrer Funktion beeinträchtigt sein. Die erkrankten Herzklappen und Ge-
fäße müssen daraufhin entweder repariert oder ersetzt werden. Als Ersatz können sowohl
künstliche als auch xenogene biologische Materialien (z.B. vom Schwein oder Rind) dienen.
Alternativ finden die bereits erwähnten humanen Gewebetransplantate, welche als Homo-
grafts oder Allografts bezeichnet werden, Anwendung. Um die Allografts zum Zeitpunkt
ihres Bedarfs zur Verfügung stellen zu können, werde diese konserviert und in Biobanken
gelagert. Im Rahmen der vorliegenden Arbeit sollte der Einfluss der Konservierungsmethode
auf die Immunogenität humaner kardiovaskulärer Gewebe untersucht werden.
1
KAPITEL 1. EINLEITUNG
1.1.1 Aufbau und Struktur von Herzklappen und Blutgefäßen
Herzklappen Die Aorten- und Pulmonalklappe sind Taschenklappen, welche sich zwi-
schen dem Ventrikel und den sich jeweils als Ausflussbahn anschließenden großen arteriel-
len Gefäßen befinden (Abb. 1A). Sie sind aus drei halbmondförmigen, dünnen Taschen (Val-
vulae semilunares) aufgebaut und verhindern als Ventile den Rückstrom des Blutes in die
Herzkammern, indem sie sich während der systolischen Kontraktion öffnen und anschlie-
ßend während der diastolischen Entspannungsphase schließen [5]. Die Struktur beider Klap-
pentypen ist vergleichbar, jedoch ist die Aortenklappe robuster als die Pulmonalklappe, da
sie einem höheren Druck ausgesetzt ist. Die drei Taschen der Aortenklappe sind am basa-
len Ende mit der Aorta verbunden, wobei die sich dabei bildende Ausbuchtung als Sinus
bezeichnet wird (Abb. 1B). Strukturell können in den Taschen drei Gewebeschichten unter-
schieden werden: Lamina fibrosa, Lamina spongiosa und Lamina ventricularis. Die Lamina
fibrosa ist zum Sinus gerichtet und besteht vor allem aus Kollagenfasern, welche für die hohe
Belastbarkeit der Herzklappen sorgen. In der aus lockerem Bindegewebe bestehenden Lami-
na spongiosa sind vor allem Proteoglykane eingelagert, während die Lamina ventricularis
vorrangig aus Elastin besteht, welches während der Diastole gedehnt und in der Systole zu-
sammengezogen vorliegt. In allen Gewebeschichten der Taschen sind valvuläre interstitielle
Zellen (engl.: valve interstitial cells, VICs) vorhanden (Abb. 1B, rechts). Den Abschluss der







































Abbildung 1: Schematische Darstellung des menschlichen Herzens und der Herzklappen
A) Schematische, anatomische Darstellung des Herzens mit Beschriftung (Abbildung modifiziert nach Jakov,
https://commons.wikimedia.org [7]), B) Schematischer Querschnitt einer Tasche der Aortenklappe (links). Die
drei Gewebeschichten mit den vertretenen Matrix-Proteinen, Endothelzellen sowie den valvulären interstitiel-




VICs sind fibroblastenartige Zellen der Herzklappen. Sie sind zum einen fest in der ex-
trazellulären Matrix (EZM) verankert, synthetisieren sie zum anderen aber auch selbst [8].
Außerdem exprimieren sie Metalloproteinasen sowie deren Inhibitoren und tragen somit
zum Remodelling der EZM bei [9]. Der Großteil der VICs befindet sich unter physiologi-
schen Bedingungen im Ruhezustand. Jedoch sind diese Zellen hoch plastisch und können
z.B. als Reaktion auf mechanischen Stress, Gewebeschädigungen, Veränderungen der EZM-
Organisation oder unter dem Einfluss des Transformierenden Wachstumsfaktors β (engl.:
Transforming Growth Factor β , TGF-β ) einen aktivierten Phänotypen annehmen [10, 11].
Dieser aktivierte VIC-Phänotyp ist Myofibroblasten- bzw. Osteoblasten-ähnlich und kann
zur Kalzifikation der Herzklappe beitragen [6, 12].
Die valvulären Endothelzellen bilden die Grenze der Herzklappe zum Blutstrom und sind es-
sentiell für die Aufrechterhaltung der strukturellen Integrität und der Homöostase der Herz-
klappe, indem sie die Permeabilität und Immunzelladhäsion regulieren sowie thrombotische
Ereignisse verhindern [11]. Grundlegend gleichen sie sowohl funktionell als auch struktu-
rell den vaskulären Endothelzellen der Blutgefäße (siehe unten). Studien zeigen jedoch, dass
sich valvuläre Endothelzellen im Vergleich zu anderen Endothelzellsubtypen, z.B. in ihrer
Reaktion auf mechanische Kräfte, unterscheiden können [13].
Blutgefäße Die Wand von Arterien und Venen ist ebenfalls aus drei Gewebeschichten
aufgebaut: der Tunica intima, Tunica media und Tunica adventitia (auch Tunica externa ge-
nannt) (Abb. 2). Die Tunica intima ist die zum Blutstrom gerichtete Schicht des Gefäßes und
von einer einschichtigen Endothelzellschicht bedeckt. Zur Tunica intima zählt weiterhin die
unter dem Endothel liegende Schicht aus lockerem Bindegewebe (Stratum subendothelia-
le), in welcher glatte Muskelzellen oder auch Immunzellen eingelagert sein können [5]. Bei
Arterien, teilweise auch bei Venen, ist die Tunica media von der Tunica intima durch eine
kompakte Schicht elastischer Fasern abgegrenzt. In der Tunica media sind neben Kollagen-
und Elastinfasern hauptsächlich glatte Muskelzellen vorhanden. Die äußere Schicht der Blut-
gefäße, Tunica adventitia oder externa, ist ebenfalls aus lockerem Bindegewebe mit Kollagen
und Elastin als Bestandteilen, aufgebaut. Diese von Nerven durchzogene Schicht verankert
die Blutgefäße in ihrer Umgebung und beinhaltet Fibroblasten sowie vaskuläre Stammzel-
len [14].
In der vorliegenden Arbeit wurde humanes Aortengewebe als Modell- und „Proof of Prin-
ciple“- Gewebe für kardiovaskuläre Matrizes genutzt. Der strukturelle Aufbau der Aorta ist












Kleine Blutgefäße (Vasa vasorum)
Abbildung 2: Schematische Darstellung des Wandaufbaus von Arterien
Ein schematischer Querschnitt eines arteriellen Blutgefäßes ist dargestellt (oben). Darunter sind in einem Aus-
schnitt die drei Schichten mit den darin vorkommenden Zellen und Strukturen beschriftet. Vasa Vasorum kom-
men nur in großen Arterien vor (Abbildung modifiziert nach Bruce Blaus, https://commons.wikimedia.org
[15]).
Bei großen Gefäßen, wie z.B. der Aorta, sind in der Tunica adventitia zusätzlich kleine
Blutgefäße (Vasa Vasorum) für die Versorgung der Gefäßwand vorhanden. Die Aorta gehört
zu den Arterien des elastischen Typs, wodurch in der Tunica media überwiegend elastische
Fasern und weniger glatte Muskelzellen vorhanden sind [5].
Die dominanten Zelltypen arterieller Gefäße sind demnach Endothelzellen und glatte Mus-
kelzellen. Jedoch können auch diese beiden Zelltypen im Hinblick auf ihre Interaktion mit
Immunzellen sehr heterogen sein. Diese funktionellen Unterschiede sind meist abhängig von
der anatomischen Position der Blutgefäße [14]. In allen drei Schichten der Blutgefäße kön-
nen außerdem Leukozyten vorhanden sein, wobei deren Anzahl in Folge von Gewebeschä-
digungen und Entzündungen drastisch ansteigt [14].
Endothelzellen exprimieren die Haupthistokompatibilitätskomplex (engl.: Major Histocom-
patibility Complex, MHC)-Klasse-I- und Klasse-II-Moleküle und sind somit in der Lage,
den T-Zellen Antigene zu präsentieren, was vor allem im Kontext von Transplantationen
eine wichtige Rolle spielt [16]. Glatte Muskelzellen exprimieren ebenfalls MHC-Klasse-
I- und -II-Moleküle, jedoch in geringerem Umfang als Endothelzellen [17]. Im Ruhezu-
stand sind die glatten Muskelzellen vor allem für die Kontraktion und die Synthese der
EZM verantwortlich. Ebenso produzieren sie Zytokine wie Interleukine (IL) IL-1, IL-6 oder
TGF-β1 [14, 18]. Durch verschiedene Stimuli können die glatten Muskelzellen darüber hin-
aus auch einen proliferierenden, aktivierten Phänotyp annehmen und eine Rolle in Entzün-
dungsreaktionen der Blutgefäße, wie z.B. bei Atherosklerose, spielen [19].
4
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1.1.2 Klinische Anwendung von kardiovaskulärem Gewebeersatz
Herzklappen In Deutschland wurden im Jahr 2016 mehr als 33.000 Herzklappenoperatio-
nen durchgeführt [20]. Erkrankte Herzklappen können entweder repariert oder ersetzt wer-
den, wobei als Ersatz zwei prinzipielle Möglichkeiten in Frage kommen: mechanische oder
biologische Klappenprothesen. Mechanische Klappen, welche meist aus Metall bestehen,
halten nach Implantation üblicherweise ein Leben lang, jedoch entsprechen die hämodyna-
mischen Eigenschaften nicht denen der normalen Physiologie. Außerdem müssen Patienten
dauerhaft Antikoagulanzien einnehmen, um eine Thrombusbildung zu vermeiden, wodurch
vermehrt Komplikationen durch Blutungen auftreten [21, 22]. Ein biologischer Herzklap-
penersatz hat den Vorteil, dass die Patienten keine antikoagulatorische Therapie benötigen
und die Klappen sehr gute hämodynamische Eigenschaften aufweisen [23,24]. Der Nachteil
biologischer Herzklappenprothesen ist jedoch ihre limitierte Haltbarkeit. Auf Grund immu-
nologischer Reaktionen weisen die biologischen Herzklappenprothesen in älteren Patienten
nach ca. 15 Jahren und in jüngeren Patienten wesentlich schneller strukturelle Veränderungen
und Kalzifikationen auf, was mit einer verminderten Funktionsfähigkeit einhergeht. In diesen
Fällen besteht die Notwendigkeit einer Reoperation und neuen Herzklappenprothese [21,25].
Die Verwendung biologischer Prothesen stieg im Verlauf der letzten zehn Jahre dennoch ste-
tig an. In der Mehrzahl der Fälle (> 85 %) werden gegenwärtig biologische Herzklappen
verwendet [20]. Die Entscheidung, ob eine biologische oder mechanische Herzklappe ein-
gesetzt wird, hängt vom individuellen gesundheitlichen Status des Patienten ab. Im Hinblick
auf die Risiko-Nutzen-Abschätzung empfehlen europäische und amerikanische Regularien
den Einsatz mechanischer Klappen eher für Patienten unter 60 Jahren und biologischer Pro-
thesen bevorzugt für Patienten über 60 Jahren [23].
Biologische Herzklappentransplantate können xenogen oder allogen sein. Als xenogene Ge-
webe werden meist porcine Aortenklappen oder porcines sowie bovines Perikard genutzt
und zum Transplantat verarbeitet [23]. Allografts hingegen sind humane Aorten- oder Pul-
monalklappen mit ihrem angrenzenden Gefäß. Die humanen Herzklappen werden von Kör-
perspendern oder Empfängern einer Herztransplantation gewonnen. Daher weisen Allografts
als entscheidenden Nachteil eine limitierte Verfügbarkeit. Allografts zeigen jedoch eine bes-
sere Resistenz gegenüber Infektionen im Vergleich zu porcinen oder bovinen Herzklappen-
prothesen und finden daher meist bei Patienten mit akuter Endokarditis Anwendung. Wei-
terhin kommen besonders bei jungen Patienten Allografts in der pulmonalen Position zum
Einsatz [24, 26, 27].
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Blutgefäße In der Gefäßchirurgie gibt es ebenfalls unterschiedliche Möglichkeiten, fehl-
gebildete oder geschädigte Blutgefäße zu reparieren bzw. zu ersetzen. Synthetische Prothe-
sen, welche z.B. aus Polyethylenterephthalat (PET) hergestellt werden, finden vor allem als
Ersatz für Gefäße mit größerem Lumen (> 8 mm) Anwendung [28]. Bei kleineren Gefäß-
durchmessern weisen synthetische Prothesen auf Grund ihrer geringen Durchlässigkeit je-
doch Limitationen auf. Deshalb ist in diesen Fällen die beste Option, die patienteneigenen
(autologen) Arterien oder Venen zu verwenden [29]. Nicht immer sind jedoch autologe Ge-
fäße nutzbar. In der klinischen Praxis kommen deshalb auch allogene arterielle und venöse
Gefäße für den Ersatz von Blutgefäßen zum Einsatz. Vor allem die Oberschenkelarterie so-
wie die aufsteigende und absteigende Aorta werden bei Patienten als Allografts implantiert,
um zum Beispiel angeborene Herzfehler oder periphere arterielle Verschlusskrankheiten zu
behandeln sowie infizierte Arterien oder Gefäßprothesen zu ersetzen [30]. Außerdem wer-
den Gefäßallografts z.B. für Bypass-Operationen [31, 32], die Revaskularisierung nach Le-
bertransplantationen [33, 34] oder als Shunts für Dialysepatienten benötigt [35, 36].
1.2 Konservierungsmethoden kardiovaskulärer Gewebe
Um biologischen Gewebeersatz für Herzklappen und Blutgefäße zum Zeitpunkt ihres Be-
darfs zur Verfügung stellen zu können, sind optimale Konservierungsmethoden von großem
medizinischem Interesse. In Biobanken können konservierte Gewebe gelagert, auf mikrobi-
elle Kontaminationen überprüft und auf Anfrage für den Einsatz im Patienten bereitgestellt
werden. Die Kryokonservierung, also das Einfrieren von Gewebe, ist die meist genutzte
Methode die Konservierung und zur Lagerung, wobei zwei Formen unterschieden werden.
Die konventionelle Kryokonservierung (engl.: Conventional Frozen Cryopreservation, CFC)
stellt zurzeit den Standard zur Konservierung kardiovaskulärer Allografts für die klinische
Anwendung dar [30, 37]. Eine weitere Form der Kryokonservierung ist die Vitrifizierung,
auch eisfreie Kryokonservierung (engl.: Ice-free Cryopreservation, IFC) genannt. Weiterhin
besteht die Möglichkeit, Gewebe chemisch zu fixieren und dadurch haltbar zu machen. Die
Fixierung mittels Glutaraldehyd (GA) wird vor allem für die Konservierung von xenogenem
Gewebeersatz angewendet. Neuere Ansätze zur Konservierung kardiovaskulärer Transplan-
tate streben eine Dezellularisierung des Gewebes an. Im Folgenden soll auf die einzelnen




Die durch Kryokonservierung erreichten niedrigen Temperaturen senken die biologischen
Prozesse in der Zelle auf ein Minimum herab und erhalten somit die Funktionalität der Zellen
im Gewebe über einen längeren Zeitraum. Jedoch bilden sich durch zu schnelles Abkühlen
intrazelluläre Eiskristalle, welche Zellstrukturen zerstören können. Zu langsames Abküh-
len hingegen führt zur extrazellulären Bildung von Eiskristallen, welche die Zellen und das
Gewebe ebenfalls mechanisch schädigen können. Außerdem verändert sich durch die extra-
zellulären Eiskristalle der osmotische Gradient, welcher zum osmotischen Schock der Zellen
führen kann [38]. Durch eine optimale Abkühlungsrate und das Hinzufügen kryoprotektiver
Substanzen, wie z.B. Dimethylsulfoxid (DMSO), ist eine Reduktion von Kryoschäden des
Gewebes möglich.
Bei der Konventionellen Kryokonservierung (CFC) werden die Allografts in Zellkulturme-
dium, welches 10 % humanes oder bovines Serum und 10 % DMSO enthält, eingefroren.
Während des Einfrierprozesses wird das Gewebe unter kontrollierten und standardisierten
Bedingungen mit einer Rate von 1 °C/min auf -80 °C gekühlt. Das Gewebe wird dann in
der Gasphase des flüssigen Stickstoffs bei ca. -160 °C gelagert [39] und vor der Implan-
tation nach einem definierten Protokoll wieder aufgetaut. Kryokonservierte Allografts zei-
gen eine gute Langzeitfunktionalität, mit geringen Komplikationen und einer guten Belast-
barkeit [26, 40, 41]. Andere Studien weisen jedoch auch auf eine schnelle Degeneration
von Herzklappen-Allografts vor allem bei jungen Patienten sowie auf Limitationen in der
Langzeitfunktionalität arterieller Allografts hin [42, 43]. Untersuchungen mittels Raman-
Spektroskopie und Multiphotonenmikroskopie wiesen nach, dass vor allem die Struktur der
EZM durch CFC verändert und zerstört wurde [44, 45]. Freigesetzte zelluläre Faktoren von
durch Eiskristalle zerstörten oder nekrotischen Zellen und geschädigte EZM-Fasern lösen
Reaktionen des Immunsystems (siehe Abschnitt 1.3) sowie Kalzifikationsprozesse aus und
führen schlussendlich zu Funktionseinschränkungen des Transplantats [46, 47].
1.2.2 Eisfreie Kryokonservierung
Die eisfreie Kryokonservierung wird durch Vitrifizierung erreicht. Als Vitrifizierung (von lat.
vitrum, Glas) bezeichnet man die Verfestigung einer Flüssigkeit beim Abkühlen unter Zu-
nahme der Viskosität in Abwesenheit einer Eiskristallbildung. Durch die ausbleibende Kris-
tallisation entsteht ein amorphes Material (Glas). Dieser Prozess kann durch eine definierte
Zusammensetzung der Flüssigkeit und durch schnelles Abkühlen erreicht werden [48].
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Die Annahme, dass die schnelle Zerstörung der Herzklappen-Allografts auf die interstitielle
Eiskristallbildung zurückzuführen ist, führte zur Entwicklung der eisfreien Kryokonservie-
rung (IFC) von kardiovaskulären Allografts [39]. Bei dieser Methode werden die Gewebe
in der IFC-Lösung VS83 mittels ca. -135 °C -kaltem Methylbutan schnell eingefroren. VS83
besteht aus Euro-Collins-Lösung mit anteilig 83 % der drei kryoprotektiven Substanzen For-
mamid, DMSO und 1,2-Propandiol. Die Glasübergangstemperatur für VS83 liegt zwar bei
-119 °C, jedoch geht aus Experimenten hervor, dass die kardiovaskulären Gewebe auch bei
-80 °C über einen längeren Zeitraum gelagert und transportiert werden können [39]. Diese
Eigenschaft bringt somit auch einen logistischen und ökonomischen Vorteil mit sich, da der
Transport der Proben nicht mit flüssigem Stickstoff in einem Tieftemperatur-Container erfol-
gen muss, sondern lediglich Temperaturen von -80 °C benötigt. Analysen von humanem kar-
diovaskulärem Gewebe, welches mittels IFC konserviert wurde, zeigten einen besseren Er-
halt der EZM-Strukturen [45,49]. Für porcine Arterien konnte weiterhin gezeigt werden, dass
auch die hämokompatiblen Eigenschaften nach IFC erhalten bleiben, jedoch die Zellvitalität
im Vergleich zu nativem oder CFC-Gewebe reduziert ist [50]. In-vivo-Studien im Schaf, wie-
sen für IFC-konservierte Herzklappen-Allografts gute hämodynamische Eigenschaften, ein
gutes Langzeitverhalten und langfristige strukturelle Integrität nach [51]. Außerdem waren
die allogenen IFC-Herzklappen weniger verdickt und verzeichneten eine geringere Infiltrati-
on von Immunzellen sowohl nach kurzen als auch nach langen Zeiträumen Implantation im
Schaf [51, 52]. Dies war jedoch nur für den allogenen IFC-Gewebeersatz der Fall. Bei der
Transplantation von xenogenen (porcinen) IFC- bzw. allogenen CFC-Herzklappen im Schaf
fand eine Verdickung und Immunzellinfiltration statt, was auf starke Reaktionen des ovinen
Immunsystems in diesen Settings hinweist [51–53]. Bei Untersuchungen zur Reaktion des
humanen Immunsystems in vitro konnte jedoch eine verminderte Immunzellantwort, vor al-
lem humaner T-Zellen, auf xenogenes IFC-Herzklappengewebe festgestellt werden [54]. Die
Reaktion des humanen Immunsystems auf allogenes IFC-Gewebe wurde bisher noch nicht
untersucht und soll im Rahmen dieser Arbeit in vitro adressiert werden.
1.2.3 Glutaraldehyd-Fixierung
Durch chemisches Cross-Linking mittels Glutaraldehyd (GA) können biologische Strukturen
ebenfalls konserviert werden. Das GA durchdringt dabei das Gewebe, wobei die Aldehyd-
Gruppen mit den Aminosäuren der Proteine reagieren. Diese kovalente Bindung führt zur
Vernetzung der Proteine und ist irreversibel [55].
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Die GA-Fixierung wird vor allem für die Konservierung xenogener kardiovaskulärer Gewe-
be angewendet. Neben der Haltbarmachung des Gewebes dient die Fixierung hierbei auch
zur Sterilisierung und Reduzierung der xenogenen Antigene [24]. GA führt aber auch zu
einer Versteifung des Gewebes [56]. In mindestens 50 % der Fälle sind GA-fixierte biologi-
sche Herzklappen-Prothesen 10-15 Jahre nach Implantation im Patienten zerstört und weisen
massive Kalzifikationen auf [57,58]. GA fixiert und inaktiviert die interstitiellen Zellen, wo-
durch von Anfang an kein Remodelling der EZM mehr stattfinden kann. Dem Modell von
Schoen et al. nach bilden die inaktiven Zellen, welche durch die Fixierung nicht entfernt
werden können, Nukleationskeime für Kalzifikationsprozesse. GA-fixierte Zellen können
Kalzium aus dem Zellinneren nicht mehr nach außen transportieren. Kalzium strömt aber
weiterhin aus dem Extrazellularraum in die Zelle ein, wodurch der intrazelluläre Kalzium-
spiegel steigt. Phosphorylierte Moleküle (wie z.B. Phospholipide) binden das Kalzium und
bilden somit den Start der Mineralisierungskaskade [46]. Außerdem spielen auch bei GA-
fixierten Herzklappen Reaktionen des Immunsystems die wichtigste Rolle im Hinblick auf
eine stattfindende Gewebezerstörung. So haben viele Studien eine hohe Anzahl infiltrierter
Immunzellen in den Herzklappen nach Explantation nachweisen können [59–61].
1.2.4 Neue Entwicklungen und Ansätze
Um die derzeitigen Limitationen kardiovaskulären Gewebeersatzes, wie die eingeschränkte
Verfügbarkeit, schlechte hämodynamische Eigenschaften und Immunogenität zu überwin-
den, wird seit Langem an Alternativen geforscht. Tissue Engineering ist eine vielverspre-
chende Alternative, um nicht-immunogene, biologische aktive, kardiovaskuläre Transplan-
tate herzustellen [62, 63]. Unterschiedlichste synthetische, biokompatible Polymere, welche
mit vaskulären (im besten Fall autologen) Zellen, Endothelzellen und/oder mesenchyma-
len Stromazellen (MSCs) besiedelt werden, finden hierbei Anwendung [64–67]. Obwohl die
Anzahl präklinischer Studien sehr groß und vielfältig ist, sind nur wenige Ansätze bisher in
klinischen Studien vertreten. Der von Lawson et al. beschriebene Ansatz zählt beispielswei-
se zu den wenigen Studien, welche mittlerweile in der klinischen Phase 3 untersucht und
angewendet werden (ClinicalTrials.gov Identifier: NCT03183245 [68]). Für die Herstellung
des vaskulären Transplantats expandierten Lawson et al. humane glatte Muskelzellen und
siedelten diese in einem Bioreaktor auf ein Polyglycolsäure-Gerüst [69].
Um die guten hämodynamischen Eigenschaften der Allo- und Xenografts zu erhalten, aber
deren Probleme der Immunogenität zu umgehen, wurden unterschiedliche Methoden zur
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Dezellularisierung der Gewebe, welche meist auf Detergenzien und Enzymen basieren, ent-
wickelt. Präklinische Studien ergaben, dass durch die Entfernung der Zellen in xenogenem
Gewebe die Immunreaktion in den Empfängerorganismen reduziert wurde und die kardio-
vaskulären Transplantate vergleichsweise gute Leistungen erbrachten [70–72]. Durch Dezel-
lularisierung kann auch der Großteil des xenogenen Antigens α-Gal entfernt werden [56].
Jedoch zeigten Studien mit dezellularisierten porcinen Herzklappen im Patienten keine er-
folgversprechenden Ergebnisse bzw. sogar Misserfolge [73, 74]. Dezellularisierte alloge-
ne Herzklappen scheinen hingegen mittelfristig bessere Eigenschaften als kryokonservier-
te Allografts aufzuweisen [75–77]. Langfristig (10 Jahre Follow-up) traten jedoch eben-
falls Probleme durch Kalzifikation und Fibrosierung bei den dezellularisierten Allografts
auf, was zu höheren Reoperationsraten, verglichen zu kryokonservierten Allografts, führ-
te [78]. Immunreaktionen bei allogenen, dezellularisierten Geweben können beispielsweise
auf die starken Veränderungen der EZM durch die Dezellularisierungsprozesse zurückzufüh-
ren sein [79, 80].
1.3 Immunreaktion auf Gewebeimplantate
Wie aus den zuvor beschriebenen Abschnitten bereits deutlich hervorgeht, spielt die Ant-
wort des Immunsystems die entscheidende Rolle im Hinblick auf die kurz- und langfristige
Kompatibilität und Funktionsfähigkeit von Gewebetransplantaten. Das Immunsystem wird
bei eindringenden Pathogenen ins Gewebe alarmiert und stellt sofortige Abwehrmechanis-
men bereit. Jedoch findet auch ohne die Anwesenheit von Pathogenen eine Immunreaktion
statt, wenn Gewebe geschädigt ist und/oder synthetisches, xenogenes oder allogenes Material
implantiert wurde. Die Immunreaktion wird in diesem Fall als „sterile Entzündung“ bezeich-
net. Diese akute Reaktion des Immunsystems ist ein normaler und wesentlicher Bestandteil
der Wundheilung und Gewebereparatur sowie beim Remodelling des Gewebes [81]. Dabei
spielt vor allem das angeborene Immunsystem eine wichtige Rolle. Aber auch das adapti-
ve Immunsystem trägt zur Reaktion auf Gewebeimplantate bei [82]. Entscheidend hierbei
ist das Gleichgewicht zwischen den ablaufenden Prozessen der Entzündung und Regene-
ration. Verläuft die Entzündungsreaktion kontrolliert und kommt es schnell wieder zu deren
Auflösung, kann eine Regeneration und Wundheilung erfolgen. Bei überschießenden und an-
dauernden Reaktionen resultieren jedoch chronische Entzündungen oder Fibrose und damit
letztlich eine Zerstörung des Gewebes. Im Folgenden soll ein Überblick über die stattfin-
denden Mechanismen während der Reaktion des Immunsystems auf Gewebeimplantate und
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Abbildung 3: Schematische Darstellung der ablaufenden Immunreaktion nach Biomaterial- bzw. Gewe-
beimplantation
A) Überblick der stattfindenden angeborenen und adaptiven Mechanismen während der akuten und chronischen
Phase der Reaktion auf Implantate. Ausführliche Erläuterungen siehe Text (Abbildung modifiziert nach van
Loon et al., 2013 [83]). B) Kinetik der infiltrierten Immunzellen nach Gewebeschädigung bzw. -implantation.
Die relative Menge von PMNs, Monozyten, Makrophagen und T-Zellen zum jeweiligen Zeitpunkt nach Beginn
der Immunreaktion ist dargestellt (Abbildung modifiziert nach Julier et al., 2017 [82]).
Die verschiedenen Immunzellen folgen im Verlauf einer Immunreaktion zeitlich aufeinander,
wobei das Maximum der Anzahl Polymorphkerniger Leukozyten (engl.: Polymorphonuclear
Leukocytes, PMNs) (Granulozyten/Neutrophile) bereits nach ein paar Stunden am Ort der
Gewebeschädigung erreicht ist. Monozyten und Makrophagen sind vor allem in den ersten
drei Tagen der Immunreaktion anzutreffen und T-Zellen sowie polarisierte Makrophagen
sind noch 1-2 Wochen nach Beginn der Immunantwort vorhanden (siehe Abb. 3B).
Blutgerinnungs- und Komplementsystemkaskasde Implantation von Gewebeersatz
oder anderen Biomaterialien geht meist mit einer Verletzung des umliegenden Gewebes so-
wie dessen Blutgefäßen einher. Im Fall des kardiovaskulären Gewebeersatzes ist der Kon-
takt mit dem Blutsystem unumgänglich. Fehlt eine körpereigene Endothelzellschicht, kön-
nen Proteine des Blutes und der interstitiellen Flüssigkeit an der Oberfläche des Biomateri-
als oder des Gewebes adsorbieren [84]. Diese Schicht aus Proteinen kann den Start für die
Blutgerinnungs- und Komplementsystemkaskasde liefern, wodurch Thrombozyten und Im-
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munzellen an den Ort der Implantation gelockt werden [85]. So führt die Aktivierung der
Faktoren XII (FXII) und III (Gewebefaktor) kaskadenförmig zur Bildung von Thrombin und
final zur Vernetzung von Fibrin (Blutgerinnsel). FXII wird beispielsweise durch Kontakt mit
Kollagen oder (negativ) geladenen Oberflächen aktiviert. Der Gewebefaktor wird hingegen
von beschädigten Zellen selbst exprimiert [84].
Die Aktivierung des Komplementsystems kann über drei Wege ausgelöst werden. Biomate-
rialien und Gewebeimplantate triggern vor allem die Klassische und die Alternative Kom-
plementkaskasde, wobei der Klassische Weg durch Antikörper (Immunglobulin (Ig) M oder
IgG), welche an die Gewebe/Material-Oberfläche gebunden haben und der Alternative Weg
durch körperfremde Materialien direkt ausgelöst wird [86]. Die grob vereinfachten Schritte
des Klassischen Wegs beinhalten, dass der Komplementfaktor C1q an das angelagerte IgG
bindet. Daran binden dann die weiteren Komplementfaktoren C4 und C2, welche gespalten
werden und dadurch die C3-Konvertase bilden [87, 88]. C3 wird dadurch in C3b und C3a
gespalten, wobei C3b sich ebenfalls an der Oberfläche anlagert und als Opsonin wirkt. C3a
sowie das sich später in der Kaskade abspaltende C5a sind Anaphylatoxine. Diese tragen
unter anderem durch die Erhöhung der Gefäßpermeabilität und die Anlockung von PMNs
(Granulozyten/Neutrophile) und Monozyten zum Einsetzen der Immunreaktion bei [88].
Die beiden Systeme der Komplement- und Blutgerinnungskaskade agieren nicht separat von-
einander sondern befinden sich im Cross-Talk miteinander und können sich gegenseitig ver-
stärken. Letztendlich führt die Aktivierung beider Systeme zur Thrombozytenaktivierung
und zur Anlockung sowie Aktivierung von PMNs und nachfolgend weiteren Immunzel-
len. [85].
DAMPs Eine sterile Entzündungsreaktion im Gewebe wird maßgeblich durch sogenann-
te DAMPs (engl.: Damage/Danger-Associated Molecular Pattern) oder Alarmine ausgelöst.
Endogene DAMPs werden typischerweise von gestressten, geschädigten oder nekrotischen
Zellen des Gewebes freigesetzt. Zu DAMPs gehören z.B. das Chromatin-assoziierte Pro-
tein High-Mobility-Group-Protein B1 (HMGB1), Hitzeschockproteine, extrazelluläres Ade-
nosintriphosphat (ATP), Nukleinsäuren (RNA und mitochondriale sowie genomische DNA)
und Zytokine wie IL-1α oder IL-33 [81]. DAMPs aktivieren Pattern Recognition Receptors
(PRRs) zu denen z.B. Toll-like-Rezeptoren (TLRs) gehören. TLRs werden hauptsächlich von
monozytären Zellen, wie gewebeansässigen Dendritischen Zellen (DCs) und Makrophagen,
aber auch von B- und T-Zellen sowie von Endothelzellen exprimiert [89, 90]. Eine Akti-
vierung der TLRs führt zur Aktivierung des Transkriptionsfaktors NFκB, welcher die Ex-
pression von pro-inflammatorischen Zytokinen wie Tumornekrosefaktor-α (TNF-α), IL-1β
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oder IL-6 sowie von Chemoattractanten für Neutrophile und Monozyten steuern. TLR2 und
TLR4 erkennen unter anderem das intrazelluläre Protein HMGB1 oder die Hitzeschockpro-
teine [91, 92]. IL-1α und IL-33 werden passiv von gestressten oder nekrotischen Zellen mit
geschädigter Membran freigesetzt und wirken so als Alarmine. IL-1α , welches von nekroti-
schen Zellen freigesetzt wird, stimuliert zum einen Gewebezellen, wie Fibroblasten, welche
daraufhin Chemokine zur Rekrutierung von Neutrophilen sezernieren. Zum anderen stimu-
liert IL-1α gewebeansässige Makrophagen, welche zusätzliches IL-1α und IL-1β freisetzen
und somit die Chemokinproduktion noch verstärken [81, 93]. Außerdem fördert die Freiset-
zung von IL-1α von geschädigten Endothelzellen die Infiltration von T-Zellen im Zuge einer
Rejektion arterieller Allografts [94].
Auch Fragmente von EZM-Komponenten wie Hyaluronsäure, Kollagen, Elastin, Fibronektin
oder Laminin gehören zu den DAMPs [95]. Eine Fragmentierung der EZM kann durch en-
zymatische Spaltung (vor allem durch Metalloproteinasen) oder mechanische Kräfte hervor-
gerufen werden. Fragmente von Hyaluronsäure oder Biglycan werden ebenfalls vom TLR2
und TLR4 erkannt [96–98]. Außerdem besitzen Neutrophile unter anderem Rezeptoren, wel-
che bestimmte Peptidsequenzen erkennen, die bei diesen EZM-Proteinfragmenten zu finden
sind. Diese Peptide können somit als Chemoattractant fungieren [99, 100].
PAMPs Natürlich kann eine Entzündungsreaktion auf allogenes oder xenogenes Gewebe
auch durch Pathogene ausgelöst werden, wenn die Transplantate nicht unter sterilen Be-
dingungen entnommen oder während der Präparation mikrobiell kontaminiert wurden. Zu
den sogenannten PAMPs (engl.: Pathogen-Associated Molecular Pattern) gehört das Lipo-
polysaccharid (LPS). LPS, was auch als Endotoxin bezeichnet wird, ist ein Bestandteil der
äußeren Zellmembran gram-negativer Bakterien und bindet an den TLR4, wodurch die zuvor
beschriebenen pro-inflammatorischen Prozesse ausgelöst werden [101]. Eine Endotoxinkon-
tamination von Gewebetransplantaten oder Biomaterialien sollte selbstverständlich vor Im-
plantation getestet und ausgeschlossen werden.
PMNs Polymorphnukleäre Leukozyten (PMNs, Granulozyten/Neutrophile) sind die ers-
ten Immunzellen, welche zum Ort der Gewebeschädigung rekrutiert werden. Im Blut zirku-
lierende PMNs migrieren auf Grund der aktivierten Komplementfaktoren und chemotakti-
schen Signalen, vor allem C-X-C-Motiv-Ligand (CXCL) 1 und CXCL8 (IL-8), ins Gewebe.
Diese Faktoren werden von Thrombozyten, geschädigten Gewebezellen, Endothelzellen und
gewebeansässigen Immunzellen sezerniert [102]. PMNs haben in vivo und in vitro nur ei-
ne kurze Lebensdauer von ca. 12-24 Stunden. Nach Migration ins Gewebe und Aktivierung
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durch Zytokine, Chemokine und DAMPs kann sich ihre Lebensdauer auf 1-3 Tage verlän-
gern [103]. Neben ihren phagozytotischen Eigenschaften setzen PMNs nach Aktivierung
Proteasen und anti-mikrobielle Faktoren aus ihren Granula frei, welche sich sowohl gegen
Pathogene richten als auch EZM degradieren können [104, 105]. Zusätzlich werden reaktive
Sauerstoffspezies (engl.: Reactive Oxygen Species, ROS) und Leukotriene von aktivierten
PMNs produziert [105,106]. Zusammen bilden diese Faktoren wiederum Stimuli zur Rekru-
tierung und Aktivierung weiterer PMNs sowie zur Interaktion mit allen anderen Zellen des
angeborenen und adaptiven Immunsystems [107]. Zusätzlich zu ihrem inflammatorischen
Charakter stimulieren PMNs auch die Angiogenese und Zellproliferation bei [108,109]. Wei-
terhin deuten Hinweise sowohl von in-vitro- als auch von in-vivo-Studien darauf hin, dass
die Art der PMN-Aktivierung und -Polarisation entscheidend für die spätere Modulation der
Immunantwort durch M2-Makrophagen und T-Helferzellen im Hinblick auf die Wundhei-
lung ist und PMNs die T-Zellaktivierung hemmen können [110–112]. Die Infiltration neuer
PMNs wird schnell nach deren Rekrutierung wieder gestoppt und apoptotische PMNs so-
wie Zelltrümmer werden durch rekrutierte Monozyten und Makrophagen beseitigt [105].
In der Phase der Umstellung von PMN- auf Monozytenmigration ins Gewebe spielen bei-
spielsweise IL-6 und der lösliche Rezeptor sIL-6R eine wichtige Rolle. Aktivierte, wie auch
apoptotische PMNs spalten IL-6R von ihrer Oberfläche ab [113, 114]. Dieser bindet IL-6,
welches sowohl von Immunzellen als auch von Zellen des Gewebes gebildet wurde. Der
sIL-6R-IL-6-Komplex kann dann an das Glykoprotein 130 (gp130) der Endothelzellen bin-
den [115]. Der als IL-6-trans-Signalling bezeichnete Prozess reguliert in den Endothelzel-
len unter anderem die Expression des Monozyten-Chemoattractant-Protein-1 (MCP-1) hoch
und stimuliert somit die Migration von Monozyten, jedoch nicht mehr von PMNs, aus dem
Blutstrom ins Gewebe [116]. PMNs tragen so letztendlich zu ihrer eigenen Beseitigung bei
und leiten damit bereits die Auflösung der Immunreaktion ein.
Monozyten und Makrophagen Neben ihrer Funktion, Zelltrümmer und apoptotische
PMNs zu phagozytieren, tragen Makrophagen aktiv zur Wundheilung und Geweberegene-
ration bei. In den meisten Geweben ist bereits eine Population von gewebeansässigen Ma-
krophagen (engl.: Tissue-resident Macrophages) vorhanden, welche, wie zuvor erläutert, Si-
gnale für die PMN-Migration freisetzen. Der Großteil der Makrophagen, welche bei einer
Gewebeschädigung/Entzündung anzutreffen sind, entstammen aber aus den vom Blut re-
krutieren Monozyten (engl.: Monocyte-derived Macrophages) [117]. Sowohl Monozyten als
auch Makrophagen sind sehr heterogene Zellpopulationen.
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Monozyten zirkulieren im Blut und werden beim Menschen anhand der Expression ih-
rer Oberflächenmarker CD14 (LPS-Rezeptor) und CD16 (Fcγ-Rezeptor) in drei Popula-
tionen unterteilt: (1) klassische Monozyten (CD14++ CD16–), (2) intermediäre Monozy-
ten (CD14++ CD16+) und (3) nicht-klassische Monozyten (CD14+ CD16++). Die nicht-
klassischen, CD16-exprimierenden Monozyten sind gereifter und exprimieren das huma-
ne Leukozytenantigen DR (HLA-DR) stärker als die klassischen CD14++ Monozyten [118,
119]. Vor allem die klassischen CD14++ Monozyten migrieren bei Entzündungen ins Gewe-
be, was unter anderem durch die Adhäsion mittels CD62L und ihrem Chemokin-Rezeptor
CCR2 für die Erkennung von MCP-1 vermittelt wird [120, 121]. Nicht-klassische CD16++
Monozyten sind hingegen vorrangig für die Aufrechterhaltung der Endothelfunktion und
Homöostase verantwortlich. Sie exprimieren weniger CD62L und patrouillieren deshalb auf
der Endothelzellschicht [119]. Im späteren Verlauf einer Entzündung akkumulieren sie erst
im Gewebe und sind somit vor allem für Wundheilung, Angiogenese und Fibrose verant-
wortlich [122].
Ins Gewebe migrierte Monozyten differenzieren zu Makrophagen. Entsprechend der sie
umgebenden Signale polarisieren Makrophagen und halten entweder die Gewebehomöo-
stase aufrecht oder aber tragen zur chronischen Entzündung, Fibrose oder Regeneration
des Gewebes bei (Abb. 4A). Für diese sehr diversen und konträren Funktionen sind unter-
schiedlich polarisierte Makrophagen-Subtypen mit entsprechenden phänotypischen Merk-
malen verantwortlich [123]. Pro-inflammatorische Signale in der Umgebung, wie Interferon
(IFN)-γ oder LPS fördern die Polarisation zu klassisch-aktivierten M1-Makrophagen und
anti-inflammatorische Signale, wie IL-4 oder IL-10 polarisieren Makrophagen zum alterna-
tiven M2-Phänotyp [124, 125].
Jedoch ist die Polarisation der Makrophagen als kontinuierliches Spektrum zu verstehen,
in welchem unter anderem M2a, M2b und M2c-Subtypen existieren, Zellen auch einen
gemischten Phänotyp annehmen können und eine Reversion bzw. Transition in einen an-
deren Polarisationsstatus erfolgen kann (Abb. 4B) [126, 127]. In Abb. 4C sind die Merk-
male der einzelnen Subtypen dargestellt. M1-Makrophagen sekretieren vor allem pro-in-
flammatorische Zytokine, wie IL-6, IL-1β oder TNF-α , produzieren ROS, weisen eine ho-
he Phagozytose-Aktivität auf und exprimieren verstärkt Moleküle zur Antigenpräsentati-
on (MHC-Klasse-II) und T-Zell-Kostimulation (CD80) [123, 128–130]. M2a-Makrophagen,
welche mit IL-4 oder IL-13 polarisiert werden können, werden als Geweberegeneration-
fördernd betrachtet. Sie exprimieren beispielsweise Wachstumsfaktoren (VEGF-A, PDGF),
Metalloproteinasen (MMP1, MMP12), anti-inflammatorische Zytokine (IL-10, TGF-β ), pro-





A Klassisch-aktiviert (M1) Alternativ-aktiviert (M2)
Pro-inflammatorisch Homöostase      Wundheilung Fibrose      Anti-inflammatorisch 
M1 M2Translational / gemischter Phänotyp
Pro-inflammatorische Moleküle, 
Beseitigung von Pathogegen, 
Th1-Effektor Funktionen






Abbildung 4: Paradigma der Makrophagen-Polarisation
A) Die Polarisation von Makrophagen findet in einem kontinuierlichen Spektrum statt mit den klassisch ak-
tivierten M1-Makrophagen und alternativ aktivierten M2-Makrophagen als Extrema. B) Der Phänotyp von
Makrophagen ist, abhängig von den Umgebungsfaktoren veränderlich. Außerdem können Zellen auch einen
gemischten Phänotyp annehmen. C) Vereinfachte Übersicht der Induktoren, charakteristischer Oberflächen-
moleküle und sezernierter Zytokinen/Chemokine von M1, M2a und M2c Makrophagen (Abbildung modifiziert
nach Brown et al., 2013 [126]).
Dadurch werden M2a-Makrophagen aber auch als pro-fibrotischer Phänotyp angesehen [132,
133], denn stimulierte Fibroblasten synthetisieren vermehrt Kollagen, welches in großen
Mengen abgelagert wird und somit zur Einkapselung des Materials bzw. zur Fibrose des Ge-
webes führt [134–136]. M2c-Makrophagen werden durch IL-10 oder TGF-β induziert und
besitzen immunmodulatorische bzw. -supprimierende Eigenschaften [130, 137]. Weiterhin
sind M2c-Makrophagen weitaus potenter als M2a-Makrophagen in der Induktion regulato-
rischer T-Zellen (Treg) [138, 139].
T-Zellen Die Implantation von allogenem Gewebe führt über die Erkennung von Fremd-
antigenen durch T-Zellen zu deren Aktivierung und Einleitung der adaptiven Immunant-
wort. Die T-Zellaktivierung ist dabei von drei Faktoren abhängig: (1) der Erkennung des
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Fremdantigens, welches durch den MHC-Komplex präsentiert wird oder von der direkten
Erkennung des fremden Spender-MHC-Komplexes durch den T-Zellrezeptor, (2) der Bin-
dung kostimulatorischer Moleküle (z.B. CD80), welche von Antigen-präsentierenden Zellen
(engl.: Antigen Presenting Cells, APCs), wie Makrophagen und DCs, exprimiert werden und
(3) einem Zytokinmileu, welches die T-Zellproliferation begünstigt [140]. MHC-Klasse-I-
Moleküle (HLA-ABC) befinden sich auf allen kernhaltigen Zellen und werden von CD8+
T-Zellen erkannt. CD4+ T-Zellen binden an MHC-Klasse-II-Moleküle (HLA-DR), welche
vor allem von APCs, aber beispielsweise auch von Endothelzellen und in geringem Maß
von glatten Muskelzellen exprimiert werden [16]. Endothelzellen sowie glatte Muskelzellen
exprimieren ebenfalls verschiedene kostimulatorische Moleküle, jedoch nicht CD80 [141].
Dennoch sind Endothelzellen, aber nicht glatte Muskelzellen, in der Lage, die Proliferation
allogener CD4+ T-Zellen zu stimulieren [141]. Zhang et al. fanden heraus, dass den glat-
ten Muskelzellen im Gegensatz zu Endothelzellen die Moleküle OX40-Ligand (OX40-L)
und der induzierbare Kostimulator-Ligand (engl.: Inducible Costimulator Ligand, ICOS-L)
fehlen, um die Zytokinproduktion und Proliferation von T-Zellen zu aktivieren [142].
T-Zellen sezernieren im Gewebe eine Reihe von Faktoren, welche sowohl fördernde als
auch inhibierende Funktionen auf die Geweberegeneration haben. So zeigen Studien bei-
spielsweise, dass CD4+ und CD8+ T-Zellen die Regeneration von Knochengewebe hem-
men [143, 144]. CD4+ Treg sind wiederum auch nötig für die Knochenregeneration, da Treg
anti-inflammatorische Zytokine wie IL-10 und TGF-β1 freisetzen, was die Polarisation zum
M2-Makropagen-Phänotyp bewirkt [144, 145]. Auch im Kontext von kardiovaskulären Ge-
weben zeigen Studien, dass die Anwesenheit von Treg eine wichtige Rolle in der Modulation
der Immunantwort spielt [146]. So wurde beispielsweise festgestellt, dass Treg die Heilung
und Regeneration nach einem myokardialen Infarkt im Mausmodell verbessern [147]. Au-
ßerdem wurde bei Patienten mit akutem Koronarsyndrom eine verminderte Anzahl von Treg
festgestellt [148, 149].
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2 Zielstellung der Arbeit
Das Ziel der vorliegenden Arbeit war es die Reaktion des humanen Immunsystems auf allo-
gene kardiovaskuläre Gewebe nach unterschiedlichen Konservierungsmethoden mittels ge-
eigneter In-vitro-Testsysteme zu charakterisieren. Hierbei lag der Fokus vor allem auf dem
Vergleich der beiden Einfrierverfahren, konventionelle Kryokonservierung (CFC) und eis-
freie Kryokonservierung (IFC), welche in einigen Aspekten der chemischen Konservierung
mittels Glutaraldehyd (GA) gegenübergestellt wurden. Humanes Aortengewebe diente bei
allen Untersuchungen als Modell für kardiovaskuläres Gewebe.
Um die Immunogenität des Aortengewebes nach einer Konservierung beurteilen zu können,
wurden zwei aufeinander aufbauende Fragestellungen bearbeitet.
1. Durch welche Charakteristika zeichnen sich kardiovaskuläre Gewebe nach CFC, IFC
und GA-Fixierung hinsichtlich Struktur und Metabolismus aus?
Hierzu fanden zum einen histologische Analysen der Extrazellulären-Matrix-
Struktur, der Anwesenheit gewebespezifischer Zelltypen sowie der Nachweis im-
munologisch relevanter Oberflächenmoleküle statt. Zum anderen erfolgten Un-
tersuchungen zur Vitalität der Gewebezellen und die Bestimmung der vom Ge-
webe freigesetzten löslichen Faktoren.
2. Wird die Reaktion des Immunsystems auf kardiovaskuläre Gewebe durch CFC, IFC
und GA-Fixierung beeinflusst?
Wichtige Aspekte im Ablauf einer Immunantwort wurden durch funktionelle Un-
tersuchungen in vitro analysiert. Insbesondere wurde dabei die Aktivierung des
Komplementsystems, das Migrationsverhalten von Immunzellen sowie die Ak-
tivierung von Polymorphkernigen Leukozyten (PMNs), Monozyten, Makropha-
gen und T-Zellen einer genaueren Betrachtung unterzogen. Dabei wurden für die
optimale Analyse der PMNs und Makrophagen spezielle Immunzell-Gewebe-
Kokultur-Assays entwickelt.
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3 Material und Methoden
In den folgenden Material- und Methodenbeschreibungen werden die im Labor gebräuchli-
chen englischen Begriffe verwendet:
• Well (Kavität / Vertiefung)
• Wellplatte (Mikrotiterplatte)
• Assay (standardisierter Versuchsablauf / Experiment)
3.1 Materialien
3.1.1 Humane primäre Zellen und Gewebe
Humane Immunzellen (PBMCs und PMNs)
Humane mononukleäre Zellen des peripheren Blutes (engl.: Peripheral Blood Mononucle-
ar Cells, PBMCs) und Polymorphkernige Leukozyten (Granulozyten) (engl.: Polymorpho-
nuclear Leukocytes, PMNs) wurden aus dem peripheren Blut von gesunden Probanden und
Probandinnen mit deren Einverständnis und nach Genehmigung durch die Ethikkommission
der Charité – Universitätsmedizin Berlin gewonnen:
• Buffy Coats (Blutkonserven), Deutsches Rotes Kreuz (Ethikvotum EA1/226/14)
• Frischblut, freiwillige Spender und Spenderinnen (Ethikvotum EA2/139/10)
Humanes Aortengewebe
Humanes Aortengewebe wurde während Operationen am Deutschen Herzzentrum Berlin
(DHZB) in Kooperation mit Prof. Dr. med. Christof Stamm entnommen. Die Gewebeent-
nahme wurde von der Ethikkommission der Charité – Universitätsmedizin Berlin genehmigt
(Ethikvotum EA4/028/12) und erfolgte mit dem schriftlichen Einverständnis der Patienten
und Patientinnen. Bei den Patienten und Patientinnen lag üblicherweise die Diagnose eines
Aneurysmas vor, wodurch die Gefahr einer Dissektion oder Ruptur der Aortenwand bestand.
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Bei der Operation von Aortenaneurysmen wird der betroffene Abschnitt der Aorta entfernt
und durch eine Prothese ersetzt. Das entnommene Aortengewebe wurde bis zur Weiterver-
arbeitung (siehe Abschnitt 3.2) in Phosphat-gepufferter Kochsalzlösung (engl.:Phosphate
Buffered Saline, PBS) bei 4 °C gelagert.
3.1.2 Gebrauchsfertige Lösungen, Medien und Kits
Tabelle 1: Verwendete gebrauchsfertige Lösungen.
Bezeichnung Hersteller
Accutase® StemPro®, Gibco™ Thermo Fisher Scientific, Waltham (USA)
Antibiotika-Mix (Zusammensetzung
siehe Tabelle 12)
Labor U. A. Stock, Goethe-Universität
Frankfurt/Main (D)
Aquatex® Merck, Darmstadt (D)
Biocoll-Separationslösung Biochrom/Merck, Darmstadt (D)
Chromogene Substratösung-AEC Dako/Agilent, Santa Clara (USA)
Descosept® Dr. Schumacher GmbH, Malsfeld (D)
DNase-I-Puffer (aus Nucleospin RNA Kit) Macherey-Nagel, Düren (D)
Entellan® Merck, Darmstadt (D)
Eosin-Y-Lösung, wässrig Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)
Erythrozyten-Lyse-Puffer Biolegend, San Diego (USA)
Fix/Perm-Puffer (aus Foxp3-Transcription
Factor Staining Buffer Set), eBioscience™
Thermo Fisher Scientific, Waltham (USA)
H2O2-Blocklösung Dako/Agilent, Santa Clara (USA)
Hämatoxylin-Lösung, Harris, modifiziert Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)
PBS, ohne Mg2+ Ca2+ Biochrom/Merck, Darmstadt (D)
Penicillin-Streptomycin-Lösung
(Pen/Strep), 100x, Gibco™
Thermo Fisher Scientific, Waltham (USA)
Perm-Puffer (aus Foxp3-Transcription
Factor Staining Buffer Set), eBioscience™
Thermo Fisher Scientific, Waltham (USA)
Polymorphprep™ Alere Technologies AS, Oslo (NOR)
Sterilium® Bode Chemie, Hamburg (D)
Streptavidin-HRP-Lösung Dako/Agilent, Santa Clara (USA)
Tissue-Tek® Leica, Nussloch (D)
Trypsin, 0,5 % (Trypsin-EDTA-
Lösung, 10x), Gibco™
Thermo Fisher Scientific, Waltham (USA)
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Tabelle 2: Verwendete Medien.
Bezeichnung Hersteller
Dulbecco’s Modified Eagle Medium (DMEM)
(3,7 g/L NaHCO3, 4,5 g/L D-Glukose, ohne L-Glutamin)
Biochrom/Merck,
Darmstadt (D)
Very Low Endotoxin (VLE) - Roswell Park Memorial
Institute 1640 Medium (RPMI)
Biochrom/Merck,
Darmstadt (D)
Tabelle 3: Verwendete Kits.
Bezeichnung Hersteller
LAL Chromogenic Endotoxin Quantitation
Kit, Pierce™
Thermo Fisher Scientific, Waltham (USA)
Caspase-Glo® 3/7 Assay Promega, Madison (USA)
CellTiter 96® AQueous One Solution Cell
Proliferation Assay (MTS)
Promega, Madison (USA)




DeadEnd™ Colorimetric TUNEL System Promega, Madison (USA)
EndoZyme®II Hyglos, Bernried am Starnberger See (D)
Foxp3-Transcription Factor Staining
Buffer Set, eBioscience™
Thermo Fisher Scientific, Waltham (USA)
Hemacolor® Rapid Stain Merk, Darmstadt (D)
IL-10 ELISA Kit, human, Max™ Deluxe Biolegend, San Diego (USA)
IL-6 ELISA Kit, human, Max™ Deluxe Biolegend, San Diego (USA)
MCP-1 ELISA Kit, human, Max™ Deluxe Biolegend, San Diego (USA)
LEGENDplex™, Human Inflammation
Panel
Biolegend, San Diego (USA)
Live/Dead® Fixable Stain Kit (V510),
Invitrogen™
Thermo Fisher Scientific, Waltham (USA)
Nucleospin RNA Kit Macherey-Nagel, Düren (D)
TNF-α ELISA Kit, human, Max™ Deluxe Biolegend, San Diego (USA)
Total TGF-β1 ELISA Kit, LEGEND Max™
mit vorbeschichteten Platten
Biolegend, San Diego (USA)
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3.1.3 Reagenzien




Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)
DNase-I (aus Nucleospin RNA Kit) Macherey-Nagel, Düren (D)
Esel-Serum Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)
Fetales Kälberserum (FCS), HighClone™ GE Healthcare Lifescience (USA)
Humanes Serum der Blutgruppe AB
(AB-Serum)
Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)
Humanes Serumalbumin (HSA),
200 g/L - Infusionslösung
Baxalta (Shire), Unterschleißheim (D)
L-Glutamin, 200 mM, Gibco™ Thermo Fisher Scientific, Waltham (USA)
Proteinase K (aus DeadEnd™ Colorimetric
TUNEL System)
Promega, Madison (USA)
Tabelle 5: Verwendete Zytokine und Reagenzien für die Immunzellkultur.
Bezeichnung Hersteller
CD14 MicroBeads, human Miltenyi Biotec, Bergisch Gladbach (D)
CD3 MicroBeads, human Miltenyi Biotec, Bergisch Gladbach (D)
Fc-Rezeptorblock Miltenyi Biotec, Bergisch Gladbach (D)
IFNγ , human Miltenyi Biotec, Bergisch Gladbach (D)
IL-10, human Miltenyi Biotec, Bergisch Gladbach (D)
IL-4, human Miltenyi Biotec, Bergisch Gladbach (D)
IL-6, human Miltenyi Biotec, Bergisch Gladbach (D)
IL-8, human Miltenyi Biotec, Bergisch Gladbach (D)
Lipopolysaccharid (LPS),
Escherichia coli 0127:B8
Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)
MCP-1, human Miltenyi Biotec, Bergisch Gladbach (D)
M-CSF, human Miltenyi Biotec, Bergisch Gladbach (D)
N-Formyl-Met-Leu-Phe (fMLP) Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)
TNF-α , human Miltenyi Biotec, Bergisch Gladbach (D)
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Tabelle 6: Verwendete Chemikalien.
Bezeichnung Hersteller
1,2-Propandiol Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)
1-Propanol Carl Roth, Karlsruhe (D)
2-Methylbutan Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)
4‘,6-Diamidin-2-Phenylindol (DAPI),
Moleculare Probes ™
Thermo Fisher Scientific, Waltham (USA)
D-(+)-Glukose Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)
Dikaliumhydrogenphosphat (K2HPO4) Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)
Dimethylsulfoxid (DMSO),
für CFC/IFC-Lösung, ACROS Organics™
Thermo Fisher Scientific, Waltham (USA)
Dimethylsulfoxid (DMSO),
Zellkultur-getestet, für Einfriermedium
Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)
D-Mannitol Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)
Endotoxin-freies Wasser, Ampuwa® Fresenius, Bad Homburg (D)
Essigsäure Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)
Ethanol, reinst Carl Roth, Karlsruhe (D)
Ethylendiamintetraacetat (EDTA) Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)
Formamid Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)
Glutaraldehyd (GA), Grad II, 70 % Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)
HEPES Natriumsalz Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)
Hexamethyldisilazan (HMDS) Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)
Kaliumchlorid (KCl) Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)
Kaliumdihydrogenphosphat (KH2PO4) Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)
Natriumazid (NaN3) Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)
Natriumchlorid (NaCl) Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)
Natriumhydrogencarbonat (NaHCO3) Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)
Paraformaldehyd (PFA) Carl Roth, Karlsruhe (D)
Salpetersäure, 2N Carl Roth, Karlsruhe (D)
Schwefelsäure, 2N Carl Roth, Karlsruhe (D)
Tris(hydroxymethyl)-aminomethan (TRIS) Merk, Darmstadt (D)
Triton X-100 Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)
Trypanblau Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)
Tween® 20 Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)
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3.1.4 Antikörper
Tabelle 7: Verwendete humanspezifische Fluorochrom-gekoppelte Antikörper (alle Maus, anti-human) für die
Durchflusszytometrie und ihre eingesetzte Verdünnung (Verd.).
Bezeichnung Klon Hersteller Verd.
CD11b-Alexa 488 ICRF44 BD Bioscience, San Jose (USA) 1:100
CD14-APCC7 MφP9 BD Bioscience, San Jose (USA) 1:100
CD14-PerCPCy5.5 M5E2 Biolegend, San Diego (USA) 1:50
CD14-V450 MφP9 BD Bioscience, San Jose (USA) 1:50
CD15-FITC VIMC6 Miltenyi Biotec, Bergisch Gladbach (D) 1:50
CD163-FITC GHI/61 Biolegend, San Diego (USA) 1:20
CD16b-VioBlue REA589 Miltenyi Biotec, Bergisch Gladbach (D) 1:200
CD16-PerCP5.5 3G8 Biolegend, San Diego (USA) 1:200
CD206-APC 15-2 Biolegend, San Diego (USA) 1:100
CD25-PE BC96 Biolegend, San Diego (USA) 1:100
CD3-PerCPCy5.5 SK7 BD Bioscience, San Jose (USA) 1:50
CD43-PECy7 CD43-10G7 Biolegend, San Diego (USA) 1:1000
CD4-APC OKT4 Biolegend, San Diego (USA) 1:50
CD4-PerCPCy5.5 SK3 Biolegend, San Diego (USA) 1:75
CD62L-APCCY7 DREG-56 Biolegend, San Diego (USA) 1:20
CD63-PE H5C6 Biolegend, San Diego (USA) 1:20
CD66b-PerCP5.5 G10F5 Biolegend, San Diego (USA) 1:200
CD80-PE 2D10 Biolegend, San Diego (USA) 1:20
CD8-PE BW135/80 Miltenyi Biotec, Bergisch Gladbach (D) 1:100
CTLA4 BNI3 BD Bioscience, San Jose (USA) 1:20
FoxP3 259D/C7 BD Bioscience, San Jose (USA) 1:10
HLA-DR-PECy7 L243 Biolegend, San Diego (USA) 1:400
Tabelle 8: Verwendete humanspezifische unkonjugierte Antikörper (alle Maus, anti-human) für funktionelle
Assays und ihre eingesetzte Verdünnung (Verd.).
Bezeichnung Klon Hersteller Verd.
αCD28 CD28.2 BD Bioscience, San Jose (USA) 1:3000
αCD3 OKT3 Janssen-Cilag, Neuss (D) 1:6000 bzw.1:80000
αTGFβ1,2,3 1D11 R&D Systems, Minneapolis (USA) 1:50
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Tabelle 9: Verwendete humanspezifische unkonjugierte oder biotinylierte Antikörper für die Histologie und
ihre eingesetzte Verdünnung (Verd.).
Bezeichnung Klon Hersteller Verd.
C4-unkonjugiert
(Ziege, anti-human)
Polyklonal Abcam, Cambridge (UK) 1:200
CD31-unkonjugiert
(Maus, anti-human)













Tabelle 10: Verwendete sekundäre Antikörper für die Histologie und ihre eingesetzte Verdünnung (Verd.).
Bezeichnung Klon Hersteller Verd.
Alexa Fluor 555
(Esel, anti-maus)





Polyklonal Invitrogen™, Thermo Fisher
Scientific, Waltham (USA)
1:100
3.1.5 Angesetzte Zellkulturmedien, Lösungen und Puffer
Tabelle 11: Angesetzte Zellkulturmedien.
Bezeichnung Zusammensetzung
Zellkulturmedium RPMI mit 10 % humanem AB-Serum, 1 % Pen/Strep (100x)
und 1 % Glutamin, sterilfiltriert (0,22 µm Filter)
Diätmedium RPMI mit 1 % humanem AB-Serum, 1 % Pen/Strep (100x)
und 1 % Glutamin, sterilfiltriert (0,22 µm Filter)
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Tabelle 12: Angesetzte Lösungen und Puffer.
Bezeichnung Zusammensetzung
Aggregiertes humanes IgG 10 mg IgG in 1 mL PBS
Antibiotika-Medium 2 mL Antibiotika-Mix (15 mg/L Amikacin, 37,5 mg/L
Flucytosin, 15 mg/L Vancomycin, 3,75 mg/L Ci-
profloxacin, 15 mg/L Metronidazol) in 500 mL DMEM
Hergestellt von Maryam Tabib (Labor U. A. Stock,
Frankfurt/Main)
Blocklösung PBS mit 1 % BSA und 5 % Esel-Serum
CFC-Einfriermedium 50 mL DMSO + 50 mL HSA + 400 mL DMEM
DNase-I-Lösung DNase-I-Puffer mit 10 % DNase-I
Einfriermedium für Zellen FCS mit 10 % DMSO (Zellkultur-getestet)
Euro-Collins-Lösung
(EC-Lösung) (5x)
174,76 g D-(+)-Glukose + 10,2 g KH2PO4 + 36,5 g
K2HPO4 + 5,6 g KCl + 4,2 g NaHCO3,
ad 1000 mL Aqua dest., pH-Wert auf 7,4 einstellen,
sterilfiltriert (0,22 µm Filter)
Euro-Collins-Lösung (1x) 100 mL EC-Lösung (5x) + 400 mL Aqua dest.
FACS-Puffer PBS mit 1 % FCS und 0,1 % NaN3
PFA-Fixierungslösung (1 %)
für FACS
1 Teil PFA-Lösung (4 %) + 3 Teile FACS Puffer
PFA-Lösung (2 %) für Histol. 2 Teile PFA-Lösung (4 %) + 2 Teile PBS
Glutaraldehyd (GA)-Lösung
(2,5 %) für REM
1,78 mL GA (70%) in 50 mL PBS
26
KAPITEL 3. MATERIAL UND METHODEN
Bezeichnung Zusammensetzung
Glutaraldehyd (GA)-Lösung
(0,2 %) für GA-Fixierung
142 µL GA (70%) in 50 mL PBS,
sterilfiltriert (0,22 µm Filter)
MACS-Puffer PBS mit 2 mmol/L EDTA und 1 % FCS
Mannitol-Lösung
(0,5 mol/L bzw. 0,25 mol/L)
45,54 g bzw. 22,77 g D-Mannitol in 500 mL DMEM
NaCl-Lösung (0,85 %) 8 g NaCl in 940 mL Aqua dest.
NaCl-Lösung (1,5 mol/L) 87,66 g NaCl ad 1000 mL Aqua dest.
PFA-Lösung (4 %) 0,4 g Paraformaldehyd in 500 µL Aqua dest. +
25 µL NaOH (1N) + 9,5 mL PBS
Proteinase-K-Lösung PBS mit 20 µg/mL Proteinase K
TBS/Tween 1 mL Tween® 20 in 1000 mL TBS
Tris-HCL-Puffer 60,55 g TRIS in 900 mL Aqua dest., pH-Wert auf 7,6
einstellen (mit HCl), ad 1000 mL Aqua dest.
Tris-gepufferte Kochsalzlösung
(TBS)
100 mL Tris-HCL-Puffer + 100 ml NaCl-Lösung
(1,5 mol/L), ad 1000 mL Aqua dest., pH-Wert 7,6
VS83 (IFC-Lösung) 100 mL EC-Lösung (5x) + 1,19 g HEPES + 126,28 g
1,2-Propandiol + 104,57 g Formamid + 181,60 g
DMSO, ad 500 mL Aqua dest., pH-Wert auf 7,9 - 8,1
einstellen, sterilfiltriert (0,22 µm Filter)
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3.1.6 Verbrauchsmaterialien
Tabelle 13: Verwendete Materialien zur Blutabnahme.
Bezeichnung Hersteller
Einmalkanülen, Safety-Lok™, Vacutainer® BD, Heidelberg (D)
K2EDTA-Röhrchen, Vacutainer® BD, Heidelberg (D)
Na3-Citrat-Röhrchen, Vacutainer® BD, Heidelberg (D)
Softasept® N Braun, Melsungen (D)
Tabelle 14: Verwendete Verbrauchsmaterialien.
Bezeichnung Hersteller
Biopsiestanze – 8 mm pfm medical AG, Köln (D)
Chemotaxissystem ChemoTX® –
3 µm Porengröße
Neuro Probe, Gaithersburg (USA)
Combitips advanced® Eppendorf, Hamburg (D)
Deckgläser Langenbrinck, Emmendingen (D)
Flachboden-Zellkulturplatten –
48-Well, Cellstar®
Greiner Bio-One, Kremsmünster (A)
Flachboden-Zellkulturplatten –
6/24/48/96-Well, Costar®
Corning Inc., Corning (USA)
Flachboden-Zellkulturplatten –
schwarz – 96-Well, Nucleon™
Thermo Fisher Scientific, Waltham (USA)
Flachboden-Zellkulturplatten –
weiß – 96-Well
Greiner Bio-One, Kremsmünster (A)
Fuchs-Rosenthal-Zählkammer Assistent, Sondheim v. d. Rhön (D)
Konische Zentrifugenröhrchen –
15/50 mL, Falcon™
Corning Inc., Corning (USA)
Kryoröhrchen – 1,8 mL Sarstedt, Nümbrecht (D)
Leit-Tab (Klebeplättchen für REM) Plano, Wetzlar (D)
Low-Binding Reagiergefäße – 1,5 mL Sarstedt, Nümbrecht (D)
MACS
®
LS-Separationssäulen Miltenyi Biotec, Bergisch Gladbach (D)
MaxiSorp™ ELISA Platten, unbeschichtet Biolegend, San Diego (USA)
Mr. Frosty™ Gefrierbehälter, Nalgene® Thermo Fisher Scientific, Waltham (USA)
Objektträger, SuperFrost® Langenbrinck, Emmendingen (D)
Pipetten-Spitzen Eppendorf, Hamburg (D)
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Bezeichnung Hersteller
Reaktionsgefäße, Safe-Lock™ Eppendorf, Hamburg (D)
Rundboden-Röhrchen – 5 mL , Falcon® Corning Inc., Corning (USA)
Rundboden-Röhrchen – 1,4 mL, Micronics Micronic, Lelystad (NL)
Serologische Pipetten, Falcon® Corning Inc., Corning (USA)
Silikonschlauch (für Fixierungsringe) –
iØ = 6,4mm; aØ = 11,2 mm
Ismatec/Cole-Parmer, Wertheim (D)
Skalpell, Feather® pfm medical AG, Köln (D)
Spritzen Braun, Melsungen (D)
Sterilfilter – 0,22 µm , Steriflip®, Stericup® Merck, Darmstadt (D)
Stiftprobenhalter für REM Plano, Wetzlar (D)
Transferpipetten – 6 mL Sarstedt, Nümbrecht (D)
Vorfilteraufsatz – 30 µm Poren, CellTrics® Sysmex, Norderstedt (D)
Zellschaber Sarstedt, Nümbrecht (D)
3.1.7 Software und Geräte
Tabelle 15: Verwendete Software.
Bezeichnung Hersteller
Axio Vision Release (Version 4.7.2) Carl Zeiss, Jena (D)
Columbus™ Image Data Storage Perkin Elmer, Waltham (USA)
DeltaT (Version 6) Planer PLC, Middlesex (UK)
FACS Diva Software BD Bioscience, San Jose (USA)
FCAP Array (Version 3) BD Bioscience, San Jose (USA)
Fiji-ImageJ Open Source [150]
FlowJo (Version 7 und 10) TreeStar Inc., Ashland (USA)
GraphPad Prism™ (Version 5.03) GraphPad Software, La Jolla (USA)
Harmony® Imaging and Analysis Perkin Elmer, Waltham (USA)
Magellan™ (Version 6) Tecan, Männedorf (CH)
Mendeley Reference Manager Elsevier/RELX Group, London (UK)
Microplate Manager (Version 5.2) Bio-Rad, München (D)
MS® Office 2016 Microsoft, Redmond (USA)
SoftMax® Pro (Version 5.2) Molecular Decvices, Sunnyvale (USA)
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Tabelle 16: Verwendete Geräte.
Bezeichnung Hersteller
Aspirationssystem (VacuSafe) Integra Biosciences, Fernwald (D)
Biosafe® (Stickstofftank) Cryotherm , Kirchen/Sieg (D)
CASY™ Cell Counter OLS OMNI Life Science, Bremen (D)
Durchflusszytometer (FACSCanto II) BD Bioscience, San Jose (USA)
Durchlichtmikroskop (DMi8) Leica, Wetzlar (D)
Durchlichtmikroskop (Zeiss-Axio Scope) Zeiss, Jena (D)
Einfrierautomat (Kryo 560) Planer PLC, Middlesex (UK)
Elektronische 8-Kanal-Pipette, Xplorer® Eppendorf, Hamburg (D)
Elektronischer Multistepper, Xplorer® Eppendorf, Hamburg (D)
Fluoreszenzmikroskop (Axio Observer Z1) Zeiss, Jena (D)
Gefrierschrank -80°C Dometic, Emsdetten (D)
Inkubator - Innova®-CO-170 New Brunswick Scientific, Edison (USA)
Kryostat (CM3050 S) Leica, Wetzlar (D)
Midi MACS Separator Miltenyi Biotec, Bergisch Gladbach (D)
MiniSpin® Tischzentrifuge Eppendorf, Hamburg (D)
Operetta® High Content Imaging System Perkin Elmer, Waltham (USA)
Pipettierhilfe Pipetboy Integra Biosciences, Fernwald (D)
Plattenlesegerät (Infinite 200 PRO) Tecan, Männedorf (CH)
Plattenlesegerät (Mithras LB 940) Berthold Technologies, Bad Wildbach (D)




Sicherheitswerkbank Hera Safe Thermo Fisher Scientific, Waltham (USA)
Sicherheitswerkbank Safe 2020 Thermo Fisher Scientific, Waltham (USA)
Überkopfschüttler VWR, Darmstadt (D)
Vakuum-Fine-Coater (JFC-1200) JEOL, Freising (D)
Waage XR 205SM-DR Precisa Gravimetrics, Dietikon (CH)
Wasserbad Gesells. für Labortechnik, Burgwedel (D)
Zentrifuge Allegra® X-15R Beckman Coulter, Brea (USA)
Zentrifuge Allegra® X-22R Beckman Coulter, Brea (USA)
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3.2 Konservierungsmethoden
Humanes Aortengewebe wurde während Operationen am Deutschen Herzzentrum Berlin
(DHZB) unter sterilen Bedingungen entnommen (siehe Abschnitt 3.1.1).
Nach der Entnahme wurde das Aortengewebe zweimal für 5 min auf einem Überkopfschütt-
ler in PBS gewaschen und anschließend für mindestens 24 h im Antibiotika-Medium bei
4 °C gelagert, um mögliche bakterielle Kontaminationen zu vermeiden. Nach der Antibio-
tikabehandlung wurden mittels einer Biopsiestanze 8 mm große Gewebestücke ausgestanzt.
Diese wurden dann randomisiert einer der drei Konservierungsmethoden (Abschnitte 3.2.1
bis 3.2.3) zugeordnet und dementsprechend weiterbehandelt.
3.2.1 Konventionelle Kryokonservierung
Bei der konventionellen Kryokonservierung (CFC) wurden die humanen Aortengewebe-
stücke in jeweils 5 mL CFC-Einfriermedium (DMEM mit 10 % DMSO und 10 % huma-
nes Serumalbumin (HSA)) 1 h schüttelnd auf Eis inkubiert. Danach wurde das Gewebestück
mit 1,8 mL CFC-Medium in ein Kryoröhrchen transferiert und im Einfrierautomaten (PLA-
NER Kryo 560) unter standardisierten Bedingungen mit einer Rate von 1 °C/min auf -80 °C
gekühlt. Das genutzte Einfrierprotokoll zur Erreichung eines kontinuierlichen Temperatur-
abfalls in der Probe von 1 °C/min, ist Tabelle 17 zu entnehmen. Wichtig war hierbei, dass
die am Kristallisationspunkt freigesetzte Wärme (Erstarrungswärme) nicht wieder zu einem
starken Temperaturanstieg in der Probe führte. Aus diesem Grund ist eine kurzzeitige Tem-
peraturerniedrigung in der Kammer des Einfrierautomaten von -4 °C auf -20 °C nötig, bevor
die Abkühlrate durch einen Temperaturanstieg wieder bei -12 °C fortgesetzt wird.
Tabelle 17: Automatisches CFC-Einfrierprotokoll für humanes Aortengewebe. Die Temperaturangaben sind
die Werte für die Kammer des Einfrierautomaten, um in der Probe eine Rate von 1 °C/min zu erreichen.
Schritt Abkühlrate Endtemperatur
1 1 °C/min -4 °C
2 2 min Temperatur halten -4 °C
3 5 °C/min -20 °C
4 2 min Temperatur halten -20 °C
5 10 °C/min -12 °C
6 1 °C/min -80 °C
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Die Gewebestücke wurden mindestens einen Monat in der Gasphase des flüssigen Stickstoffs
bei ca. -160 °C gelagert, bis sie für weitere Untersuchungen verwendet wurden.
Für spätere Versuche und immunologische Testungen wurden die CFC-Proben im Wasserbad
bei 37 °C aufgetaut. Danach erfolgten 3 Waschschritte: zunächst in 5 mL eiskalter 0,5 mol/L
Mannitol-Lösung pro Gewebestücke, danach in 5 mL eiskalter 0,25 mol/L Mannitol-Lösung
und abschließend in eiskaltem DMEM.
3.2.2 Eisfreie Kryokonservierung
Für die eisfreie Kryokonservierung (IFC) wurden die humanen Aortengewebestücke in je-
weils 5 mL VS83 (Euro-Collins-Lösung mit 4,65 mol/L Formamid, 4,65 mol/L DMSO und
3,31 mol/L 1,2-Propandiol) für 1 h bei Raumtemperatur (RT) inkubiert. Danach wurde das
Gewebestück mit 1,8 mL VS83 in ein Kryoröhrchen transferiert und auf ca. -100 °C gekühlt.
Dies erfolgte in einem 2-Methylbutanbad, welches im flüssigen Stickstoff auf ca. -135 °C
vorgekühlt war. Die VS83-Lösung ist gefroren, wenn keine Flüssigkeitsbewegungen mehr
im Kryoröhrchen zu verzeichnen sind. Die Proben wurden dann sofort auf Trockeneis trans-
feriert und später im Gefrierschrank bei -80 °C für mindestens einen Monat gelagert, bis sie
für weitere Untersuchungen verwendet wurden.
Für spätere Versuche und immunologische Testungen wurden die IFC-Proben im Wasserbad
bei 37 °C aufgetaut und fünfmal in jeweils 5 mL Euro-Collins-Lösung pro Gewebestücke bei
RT gewaschen.
3.2.3 Fixierung mittels Glutaraldehyd
Für die Fixierung mittels Glutaraldehyd (GA) wurden die humanen Aortengewebestücke
in jeweils 5 mL 0,2 % GA-Lösung 7 Tage bei 4 °C inkubiert. Danach wurden die Gewebe-
stücke dreimal mit PBS für jeweils 5 min bei RT gewaschen. Bis zu ihrer Verwendung in
weiteren Analysen wurden die Gewebestücke in PBS bei 4 °C gelagert. Die GA-fixierten
Proben wurden später noch zweimal mit PBS gewaschen, bevor sie in die entsprechenden
Zellkulturmedien für Versuche und immunologische Testungen überführt wurden.
32
KAPITEL 3. MATERIAL UND METHODEN
3.3 Methoden zur Gewebecharakterisierung
3.3.1 Untersuchungen zur Gewebevitalität
3.3.1.1 Metabolische Aktivität
Die metabolische Aktivität des Aortengewebes wurde mittels MTS-Test bestimmt. Der Test
beruht auf der Reduktion des gelben Tetrazoliumsalzes zu einem violetten Produkt durch
NADH und NADPH, welche von metabolisch aktiven Zellen gebildet werden. Für den Ver-
such wurde der CellTiter 96®AQueous One Solution Assay entsprechend dem Protokoll des
Herstellers durchgeführt.
Zunächst wurden CFC-, IFC- und GA-fixierte Aortengewebestücke nach dem Auftau- und
Waschprozess über Nacht in DMEM bei 37 °C und 5 % CO2 inkubiert (48-Wellplatte). Am
nächsten Tag wurde das Medium abgesaugt und 200 µL neues DMEM und 40 µL CellTiter
96®AQueous-Reagenz hinzugegeben und 4 h bei 37 °C inkubiert. Am Ende wurden 100 µL
des Mediums abgenommen und in eine 96-Wellplatte transferiert (Duplikat). Anschließend
wurde die Absorption bei einer Wellenlänge von 490 nm in einem Plattenlesegerät (Spec-
traMax 340PC) gemessen. Die Absorption ist zum umgesetzten Farbstoff und damit zur
metabolischen Aktivität proportional.
3.3.1.2 Detektion nekrotischer Zellen im Gewebe
Nekrotische Zellen und Zellen mit beschädigter Membran können anhand der Aktivität der
freigesetzten Lactatdehydrogenase (LDH) bestimmt werden. Für den Versuch wurde der
CytoTox-ONE™Homogeneous Membrane Integrity Assay verwendet und bei der Durchfüh-
rung dem Protokoll des Herstellers gefolgt.
Dafür wurden CFC-, IFC- und GA-fixierte Aortengewebestücke nach dem Auftau- und
Waschprozess für 90 min in 500 µL DMEM bei 37 °C und 5 % CO2 inkubiert (48-Wellplatte).
Danach wurden 100 µL konditioniertes Medium in eine schwarze 96-Wellplatte transferiert
(Duplikat) und 100 µL CytoTox-ONE™-Reagenz hinzugegeben, gut gemischt und 10 min
bei RT inkubiert. Anschließend wurde die Fluoreszenz bei einer Anregungswellenlänge von
560 nm und einer Emmisionswellenlänge von 590 nm in einem Plattenlesegerät (Tecan-Infi-
nite 200 PRO) gemessen. Die Fluoreszenzintensität ist proportional zur LDH-Aktivität.
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3.3.1.3 Detektion apoptotischer Zellen im Gewebe
Caspase Assay Apoptotische Zellen im Gewebe können anhand der Aktivität der Enzy-
me Caspase-3 und -7 bestimmt werden. Für den Versuch wurde der Caspase-Glo®3/7 Assay
verwendet und bei der Durchführung dem Protokoll des Herstellers gefolgt.
Dafür wurden CFC-, IFC- und GA-fixierte Aortengewebestücke nach dem Auftau- und
Waschprozess für 90 min in 500 µL DMEM bei 37 °C und 5 % CO2 inkubiert (48-Wellplat-
te). Danach wurden 100 µL konditioniertes Medium in eine weiße 96-Wellplatte transferiert
(Duplikat) und 100 µL Caspase-Glo®3/7-Reagenz hinzugegeben, gut gemischt und 1 h bei
RT inkubiert. Anschließend wurde die Lumineszenz in einem Plattenlesegerät (Mithras LB
940) gemessen. Die Lumineszenz ist proportional zur Caspase-Aktivität.
TUNEL-Assay Weiterhin wurden apoptotische Zellen in den Gewebeschnitten mittels
TUNEL-Färbung bestimmt (siehe Abschnitt 3.3.4.3, Seite 37).
3.3.2 Herstellung von konditioniertem Medium
Konditioniertes Medium (KM) ist das Kulturmedium, welches mit löslichen Faktoren aus
humanem Aortengewebe bzw. von Immunzellen angereichert wurde und entsprechend ge-
neriert wurde:
• CFC-, IFC- und GA-fixierte 8 mm große Aortengewebestücke wurden nach dem Auf-
tau- und Waschprozess in 800 µL Medium (je nach Experiment in Diätmedium, RPMI
oder DMEM) bei 37 °C und 5 % CO2 (je nach Experiment für 1, 2 oder 6 Tage) inku-
biert.
• PMNs und Makrophagen wurden wie unter Abschnitt 3.5.3.2 beschrieben in Zellkul-
turmedium kultiviert.
• 1×106 PBMCs wurden in 2 mL Zellkulturmedium in einer 24-Wellplatte mit 0,5 µg/mL
αCD3 und 1 µg/mL αCD28 stimuliert und bei 37 °C und 5 % CO2 für 6 Tage kulti-
viert.
Der Überstand der Aortengewebe-, Makrophagen- oder PBMC-Kultur wurde anschließend
abgenommen und nochmals für 1 min mit 1000 × g zentrifugiert, um mögliche Zellen und
Zelltrümmer abzutrennen. Das so erhaltene KM wurde bis zur weiteren Verwendung in funk-
tionellen Tests bzw. bis zur Analyse bei -80 °C gelagert.
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3.3.3 Bestimmung der Zytokinfreisetzung
3.3.3.1 Multiplex-Assay
Die Zytokinbestimmung erfolgte im KM einer eintägigen Kultur CFC-, IFC- oder GA-
fixierter Aortengewebestücke in DMEM (siehe Abschnitt 3.3.2). In den Proben wurde mittels
des Bead-basierten Assays LEGENDplex™ (human Inflammation Panel) die Konzentration
folgender Zytokine bestimmt: MCP-1 (CCL2), IFN-α2, IFN-γ , IL-1β , IL-6, IL-8, IL-10, IL-
12 (p70), IL-17A, IL-18, IL-23, IL-33, TNF-α . Der Assay wurde von Meaghan Stolk den
Herstellerangaben entsprechend durchgeführt. Die Messung erfolgte am BD FACSCanto II
und zur Analyse wurde die Software FCAP Array Version 3 verwendet.
3.3.3.2 ELISA
Standard-Protokoll Die Zytokinbestimmung mittels Enzymgekoppelten Immunadsorp-
tionstest (engl.: Enzyme-linked Immunosorbent Assay, ELISA) erfolgte im KM der Kulturen
von CFC-, IFC- oder GA-fixierter Aortengewebestücke in DMEM und von PMNs sowie
Makrophagen in Zellkulturmedium (siehe Abschnitt 3.3.2). In den Proben wurde mittels
verschiedener ELISA-MAX™ Kits die Konzentration folgender Zytokine bestimmt: MCP-1,
IL-6, IL-8, IL-10, IL-15 und TNF-α . Die Bestimmung von Mip1-β erfolgte mit dem Kit
ELISA Ready-SET-Go!™ . Die Durchführung erfolgte den Herstellerangaben entsprechend.
Die Absorption wurde bei einer Wellenlänge von 450 nm und einer Referenzwellenlänge von
570 nm in einem Plattenlesegerät (SpectraMax 340PC) gemessen.
Aktives und Gesamt-TGF-β1 Bei der Bestimmung der TGF-β1-Konzentration im KM
von Aortengewebe wurde zum einen das aktive und zum anderen das Gesamt-TGF-β1 be-
stimmt. TGF-β1 kommt sowohl in einer freien, biologisch aktiven Form als auch in einer
an das Latency-associated Protein (LAP) gebundenen, inaktiven Form vor. Die Menge des
Gesamt-TGF-β1 ist die Summe der Menge des aktiven TGF-β1 und der Menge des in-
aktiven TGF-β1. Um das Gesamt-TGF-β1 zu bestimmen, müssen die Proben angesäuert
werden, um dadurch das TGF-β1 zu aktivieren – es wird also LAP-gebundenes, inaktives
TGF-β1 komplett in die aktive Form überführt und kann somit im ELISA detektiert werden.
Die Ansäuerung erfolgte den Herstellerangaben entsprechend (mit Acidification Solution und
anschließend Neutralization Solution) vor dem Auftragen der Proben. Für die Bestimmung
des aktiven TGF-β1 wurden die Proben ohne Ansäuerungsschritt direkt aufgetragen und
danach dem Protokoll des Herstellers gefolgt.
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Anstelle des Ansäuerungsschrittes wurden KM vom CFC-Gewebe (CFC-KM) mit Kompo-
nenten der IFC- und CFC-Einfriermedien inkubiert: Mit 25 % 1,2-Propandiol, 21 % Forma-
mid und 36 % DMSO, entsprechend ihrem Anteil in der IFC-Lösung VS83 bzw. mit 10 %
DMSO, entsprechend dem Anteil im CFC-Medium (Pipettierschema siehe Tabelle 18). Nach
10 min Inkubation erfolgte wieder die Neutralisierung (Neutralization Solution) bevor die
Proben für den ELISA aufgetragen wurden.
Tabelle 18: Pipettierschema für die Behandlung des konditionierten Mediums vom CFC-Gewebe (CFC-KM)
mit Komponenten der IFC- und CFC-Einfriermedien zur Aktivierung des TGF-β für den ELISAs.
Behandlung CFC-KM + Komponente Einfriermedium
Ansäuerung (Standard) 40,0 µL CFC-KM + 10,0 µL Acidification Solution
25 % 1,2-Propandiol (IFC) 37,4 µL CFC-KM + 12,6 µL 1,2-Propandiol
21 % Formamid (IFC) 39,5 µL CFC-KM + 10,5 µL Formamid
36 % DMSO (IFC) 31,8 µL CFC-KM + 18,2 µL DMSO
10 % DMSO (CFC) 45,0 µL CFC-KM + 5,0 µL DMSO
Kinetik der Zytokinproduktion Außerdem wurde die Kinetik der Freisetzung von IL-6,
MCP-1 und TGF-β1 in das KM bestimmt. Dazu wurden die Gewebestücke in 2500 µL
DMEM über 6 Tage inkubiert. Jeden Tag wurden jeweils 320 µL KM aus demselben Well
abgenommen und bis zur Analyse bei -80 °C gelagert. Da sich durch die tägliche Entnahme
des Mediums das Gesamtvolumen verringerte, erfolgte nach der Bestimmung der Zytokin-
konzentration per ELISA eine Rückrechnung auf die absolute Zytokinmenge.
Zytokinmenge produziert pro Gewebestück [pg] =
Zytokinkonzentration [pg/mL]
Verbleibendes Volumen am Tag X [mL]
3.3.4 Histologische Methoden
3.3.4.1 Herstellung von Kryo-Gewebeschnitten
Die CFC-, IFC- und GA-fixierten Aortengewebestücke wurden nach dem Auftau- und Wasch-
prozess zunächst über Nacht in Zellkulturmedium inkubiert und anschließend in 2 % PFA-
Lösung für 10 min fixiert. Nach zweimaligem Waschen mit PBS wurden die Gewebestücke
in Einbettschalen in TissueTek® eingebettet und in flüssigem Stickstoff schockgefroren. Die
Kryoblöcke wurden bis zur Anfertigung der Gewebeschnitte bei -80 °C gelagert. Am Kryo-
stat wurden später 6 µm dicke Gewebeschnitte angefertigt und auf Objektträger aufgebracht.
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Die Schnitte wurden über Nacht bei RT getrocknet und bis zur Verwendung bei -80 °C, in
Aluminiumfolie eingepackt, gelagert.
3.3.4.2 H&E-Färbung
Die Kryo-Gewebeschnitte wurden zweimal in PBS gewaschen und anschließend für 4 min
mit Hämatoxylin gefärbt. Danach wurden sie mit Aqua dest. gewaschen und für 1-2 min mit
Eosin gefärbt. Die Schnitte wurden abschließend noch zweimal mit Aqua dest. gespült und
mit Entellan® eingedeckt. Die so behandelten Gewebeschnitte lagerten bei RT. Die Analyse
und Dokumentation der Proben erfolgte mit Hilfe eines Durchlichtmikroskops (Zeiss-Axio
Scope).
3.3.4.3 TUNEL-Färbung
Für den Nachweis apoptotischer Zellen in Gewebeschnitten von CFC-, IFC- und GA-fixierter
humaner Aorta wurde eine TdT-mediated dUTP Nick-End-Labeling (TUNEL)-Färbung mit
Hilfe des Kits DeadEnd™Colorimetric TUNEL System zur Detektion von DNA-Doppel-
strangbrüchen durchgeführt. Die Färbung erfolgte den Herstellerangaben entsprechend bei
RT. Die Kryo-Gewebeschnitte wurden zunächst in 0,85 % NaCl und dann in PBS für jeweils
5 min gespült, bevor sie 15 min mit 4 % PFA fixiert wurden. Nach zweimaligem Spülen mit
PBS für 5 min wurden die Gewebeschnitte zur Permeabilisierung mit 20 µg/mL Proteinase-
K-Lösung 2 min inkubiert. Danach wurden die Schnitte 5 min in PBS gewaschen und erneut
mit 4 % PFA 5 min fixiert.
Als Positivkontrolle wurden die Gewebeschnitte mit DNase behandelt, um DNA-Doppel-
strangbrüche zu erzeugen. Dazu wurden die Schnitte für die Positivkontrolle zunächst mit
DNase-I-Puffer 5 min equilibriert und anschließend mit einer 10 % DNase-I-Lösung für
10 min inkubiert. Die Positivkontrolle wurde noch dreimal in Aqua dest. und einmal in PBS
jeweils 5 min gewaschen, bevor sie wie die restlichen Gewebeschnitte weiter behandelt wur-
de. Alle Gewebeschnitte wurden nachfolgend für 5 min mit TUNEL-Equilibrierungs-Puffer
inkubiert und mit dem Mix aus biotinylierten Nukleotiden und dem Enzym Terminale Des-
oxyribonukleotidyltransferase (TdT) 1 h bei 37 °C in einer befeuchteten Umgebung inku-
biert. Abdeckplättchen auf den Schnitten verhinderten dabei die Austrocknung. Die Reak-
tion wurde gestoppt, indem die Schnitte in Natriumcitrat-Puffer 15 min und in PBS 5 min
inkubiert wurden. Durch die Behandlung mit einer 0,3 % Wasserstoffperoxid-Lösung wur-
den die endogenen Peroxidasen geblockt. Nach zweimaligem Waschen für 5 min mit PBS
wurden die Gewebeschnitte mit Streptavidin-Horseradish Peroxidase (HRP)-Lösung 30 min
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inkubiert. Nach erneutem zweimaligen Waschen mit PBS wurde das chromogene Substrat
hinzugegeben und im Dunkeln 9 min inkubiert. Nachdem die Substratlösung mit PBS abge-
waschen wurde, erfolgte eine kurze Gegenfärbung mit Hämatoxylin für 30 s. Dadurch wur-
den alle Zellkerne schwach blau gefärbt, jedoch war die Braunfärbung der Kerne mit DNA-
Doppelstrangbrüchen ebenfalls noch zu erkennen. Die Gewebeschnitte wurden abschließend
mit Aquatex® eingedeckt und bei RT gelagert. Die Analyse und Dokumentation der Proben
erfolgte mit Hilfe eines Durchlichtmikroskops (Leica-DMi8).
3.3.4.4 Immunhistochemischer Nachweis von IgG
Die Kryo-Gewebeschnitte wurden zweimal mit TRIS-gepufferter Kochsalzlösung (TBS) für
5 min gewaschen und anschließend 10 min mit H2O2-Blocklösung bei RT inkubiert. Nach
erneutem Waschen mit TBS wurden die Schnitte 1 h bei RT in der Blocklösung inkubiert.
Anschließend erfolgte die Inkubation mit dem biotinylierten Antikörper Maus, anti-human
IgG (in Blocklösung verdünnt) bei 4 °C über Nacht. Am nächsten Tag wurde der Primäran-
tikörper abgesaugt und die Gewebeschnitte zweimal je 5 min mit TBS/Tween gewaschen.
Danach wurden die Gewebeschnitte 30 min mit Streptavidin-HRP (verdünnt in TBS) bei RT.
Nach erneutem zweimaligen Waschen mit TBS wurden die Gewebeschnitte 6 min mit der
chromogenen Substratlösung 3-Amino-9-Ethylcarbazol (AEC) inkubiert. Abschließend er-
folgte eine Kernfärbung mit Hämatoxylin für 4 min. Die Gewebeschnitte wurden dann noch
zweimal mit TBS und zweimal mit Aqua dest. gewaschen, bevor sie mit Aquatex® einge-
deckt wurden. Die so behandelten Gewebeschnitte wurden bei RT gelagert. Die Analyse
und Dokumentation der Proben erfolgte mit Hilfe eines Durchlichtmikroskops (Zeiss-Axio
Scope).
3.3.4.5 Immunfluoreszenzfärbung
Die Kryo-Gewebeschnitte wurden einmal mit PBS gewaschen und anschließend für 1 h mit
Blocklösung bei RT inkubiert. Anschließend erfolgte die Inkubation mit dem Primäranti-
körper (Antikörper in Blocklösung verdünnt) bei 4 °C über Nacht. Am nächsten Tag wur-
de der Primärantikörper abgesaugt und die Gewebeschnitte dreimal je 5 min mit Blocklö-
sung inkubiert. Danach erfolgte die Inkubation mit dem Sekundärantikörper (Antikörper in
Blocklösung verdünnt) für 1,5 h bei RT. Die jeweiligen Kombinationen der Primär- und Se-
kundärantikörper ist der Tabelle 19 zu entnehmen. Alle Gewebeschnitte wurden dann nach
zweimaligem Waschen mit PBS mit DAPI-Einbettmedium gegengefärbt und eingedeckt. Die
so behandelten Schnitte wurden bei -80 °C gelagert.
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Tabelle 19: Kombinationen der Primär- und Sekundärantikörper für Immunfluoreszenzfärbungen.
Primärantikörper Sekundärantikörper
1 CD31 (Maus, anti-human) AlexaFluor 555 (Esel, anti-maus)
2 HLA-DR (Maus, anti-human) AlexaFluor 555 (Esel, anti-maus)
3 C4 (Ziege, anti-human) AlexaFluor 647 (Esel, anti-ziege)
Die Analyse und Dokumentation der Proben erfolgte für die C4-Färbung mit Hilfe eines
Fluoreszenzmikroskops (Zeiss-Axio Observer) und für die CD31- und HLA-DR-Färbung
mit Hilfe des Operetta High-Content-Imaging Systems mit anschließender Analyse durch
die Software Columbus™.
3.3.5 Komplementaktivierungs-Assay
Als Indikator einer Aktivierung des Komplementsystems diente der Nachweis des Komple-
mentfaktors C4, welcher im humanen Blutplasma als Zymogen vorliegt. Bei einer Aktivie-
rung der Komplementkaskasde wird dieser gespalten und lagert sich an der Gewebeoberflä-
che an.
Für den Assay erfolgte zunächst die Gewinnung humanen Plasmas aus frischem Blut (EDTA-
Blut). Dazu wurde das Blut nach der Abnahme sofort auf Eis gestellt, bevor es mit 2000× g
für 10 min zentrifugiert wurde. Das Plasma wurde abgenommen und bis zur Verwendung auf
Eis gelagert (maximal 4 h).
Die CFC-, IFC- und GA-fixierten Aortengewebestücke wurden am Tag zuvor aufgetaut bzw.
gewaschen und über Nacht in PBS bei 4 °C gelagert. Für die Positivkontrolle erfolgte eine
Inkubation mit 10 mg/mL aggregiertem humanem IgG in 1 mL PBS über Nacht bei 4 °C.
Zur Aggregation wurde das humane IgG zuvor 20 min bei 65 °C im Wasserbad erhitzt. Am
nächsten Tag wurden die Gewebestücke noch zweimal mit PBS gewaschen, bevor der Assay
durchgeführt wurde. Dann erfolgte die Inkubation der Gewebestücke mit 1 mL frischem hu-
manem Plasma für 30 min schüttelnd bei 37 °C und 5 % CO2. Bei entsprechender Aktivie-
rung lagern sich die im Plasma befindlichen Komplementfaktoren an die Gewebeoberfläche
an. Als Negativkontrolle wurden die Gewebe in PBS inkubiert. Die Gewebeproben wurden
erneut mit PBS gewaschen, bevor sie in Schalen in TissueTek® eingebettet und in flüssigem
Stickstoff schockgefroren wurden. Die Kryoblöcke wurden bis zur Anfertigung der Kryo-
Gewebeschnitte bei -80 °C gelagert.
Die histologische Analyse der C4-Anlagerung erfolgte mittels Immunfluoreszenzfärbung
(siehe Abschnitt 3.3.4.5).
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3.4 Zellbiologische Methoden
3.4.1 Isolation von Immunzellen
Blutentnahmen und Immunzellisolationen waren von der Ethikkommission der Charité –
Universitätsmedizin Berlin genehmigt (EA1/226/14; EA2/139/10) und erfolgten von gesun-
den Probanden und Probandinnen mit deren Einverständnis.
3.4.1.1 PBMC-Isolation
Humane PBMCs wurden entweder aus Buffy Coats (Blutkonserven) oder frischem Blut
(Citrat-Blut) isoliert. Dafür wurde das Blut mit PBS im Verhältnis 1:1 gemischt. 30 mL Blut
wurden auf 15 mL Biocoll-Lösung geschichtet. Es erfolgte eine Dichtegradientenzentrifuga-
tion mit 800× g für 30 min bei RT (ohne Bremse). Entsprechend ihrer Dichte ordnen sich
die unterschiedlichen Fraktionen des Blutes im Reaktionsgefäß an: Erythrozyten und der
Großteil der Granulozyten sedimentieren unter die Biocoll-Lösung; das Blutplasma und die
Thrombozyten bilden die obere Phase des Gradienten. Zwischen der Biocoll-Lösung und
der Blutplasmaphase bildet sich eine milchige Interphase aus. Diese Interphase besteht aus
den mononukleären Zellen (PBMCs). Mit einer Pasteurpipette wurde die Interphase abge-
nommen und in ein neues Reaktionsgefäß, in dem eiskaltes PBS vorgelegt war, überführt.
Anschließend erfolgte eine Zentrifugation mit 300× g für 10 min bei 4 °C. Der Überstand
wurde verworfen, das Zellpellet in 50 mL eiskaltem PBS resuspendiert und zentrifugiert.
Dieser Waschschritt wurde zweimal durchgeführt.
3.4.1.2 Monozyten- und T-Zellseparation
Mit Hilfe der magnetischen Zellseparation (engl.: Magnetic Activated Cell Sorting, MACS®)
wurden Monozyten (CD14+ Zellen) und T-Zellen (CD3+ Zellen) aus der PBMC-Fraktion
isoliert. Dafür wurden die PBMCs eines Buffy Coats in 1 mL eiskaltem MACS-Puffer auf-
genommen und mit 250 µL magnetischen anti-CD14- bzw. anti-CD3-MACS-MicroBeads
für 15 min bei 4 °C im Dunkeln inkubiert. Bei PBMCs aus frischem Blut wurden entspre-
chend weniger Reagenzien eingesetzt, da aus frischem Blut in der Regel weniger PBMCs
isoliert wurden. Hier wurden 80 µL MACS-Puffer und 20 µL MACS-MicroBeads pro 107
Zellen verwendet. Nach der Inkubation mit den entsprechenden MACS-MicroBeads wur-
de die Zellsuspension mit eiskaltem MACS-Puffer gewaschen und mit 300× g für 10 min
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bei 4 °C zentrifugiert. Die mit den MicroBeads markierten Zellen wurden erneut in MACS-
Puffer aufgenommen und auf eine MACS-LS-Säule aufgetragen, welche zuvor mit MACS-
Puffer equilibriert worden war. Die LS-Säule, welche aus einem ferromagnetischen Mate-
rial besteht, wurde in den Magneten des MACS-Separators eingespannt und somit in der
Säule ein magnetisches Feld erzeugt. Wenn die Zellsuspension durch die Säule fließt, wer-
den die mit den magnetischen MicroBeads markierten Zellen in der Säule zurück gehal-
ten, während alle anderen Zellen durch die Säule wandern (Negativfraktion). Zum Schluss
wurde die Säule noch dreimal mit MACS-Puffer gespült, bevor die gebundenen Zellen mit
5 mL MACS-Puffer außerhalb des Magnetfeldes, mit Hilfe eines Stempels, eluiert wurden
(Positivfraktion). Die Reinheit der separierten Zellpopulation wurde mittels populationss-
pezifischer Antikörper durchflusszytometrisch (engl. Fluorescence Activated Cell Scanning,
FACS) überprüft (siehe Abschnitt 3.4.4). Die Reinheitsüberprüfung von separierten Mono-
zyten (CD14+ Zellen) und T-Zellen (CD3+ Zellen) ist in Abb. 5A und B dargestellt. Die
Reinheit lag stets zwischen 95 % und 100 %.
3.4.1.3 PMN-Isolation
Humane PMNs (CD15+ Zellen; Granulozyten) wurden aus frischem Blut (EDTA-Blut) iso-
liert. 5 mL Blut wurden auf 5 mL Polymorphprep™-Lösung geschichtet. Es erfolgte eine
Dichtegradientenzentrifugation mit 480× g für 35 min bei 18-22 °C (ohne Bremse). Ähnlich
wie unter Abschnitt 3.4.1.1 beschrieben, ordnen sich die unterschiedlichen Zellfraktionen ih-
rer Dichte nach an. Die Erythrozyten sedimentieren unter die Polymorphprep™-Lösung, das
Blutplasma und die Thrombozyten bilden die obere Phase des Gradienten. Dazwischen bil-
den sich zwei Schichten aus. Die untere, leicht diffusere Schicht besteht aus den polymorph-
kernigen Leukozyten (PMNs; Granulozyten) und die obere Schicht aus den mononukleären
Zellen (PBMCs) des Blutes. Mittels einer Pasteurpipette wurde zunächst die PBMC-Schicht
vorsichtig abgenommen, in ein neues Reaktionsgefäß mit eiskaltem PBS überführt und gege-
benenfalls weiter wie unter Abschnitt 3.4.1.1 und Abschnitt 3.4.1.2 gewaschen und separiert.
Die PMN-Schicht wurde ebenfalls mit einer Pasteurpipette abgenommen und in ein neues
Reaktionsgefäß transferiert, in dem ein 1:1 PBS - Aqua dest. - Gemisch vorgelegt war. Das
mit Wasser verdünnte PBS ist nötig, um isoosmotische Bedingungen wiederherzustellen.
Anschließend erfolgte eine Zentrifugation mit 400× g für 10 min bei RT. Der Überstand
wurde verworfen, das Zellpellet in PBS resuspendiert und erneut mit 400× g für 10 min bei
RT zentrifugiert. Die Reinheit der isolierten PMN-Fraktion wurde mittels populationsspezi-
fischer Antikörper durchflusszytometrisch überprüft (siehe Abschnitt 3.4.4). In Abb. 5C ist
die Reinheitsüberprüfung von PMNs (CD15+ Zellen) dargestellt. Die Reinheit der isolierter
PMNs lag stets über 90 %.
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Abbildung 5: Reinheit der isolierten Immunzellpopulationen aus peripherem Blut.
Monozyten (CD14+ Zellen) (A), T-Zellen (CD3+ Zellen) (B) wurden aus PBMCs mit magnetischen anti-
CD14 bzw. anti-CD3 MACS-MicroBeads separiert. PMNs (C) wurden durch Dichtegradientenzentrifugation
mit Polymorphprep-Lösung isoliert. Die Reinheit der Positivfraktionen wurde mittels populationsspezifischer
Antikörper durchflusszytometrisch analysiert. Gezeigt sind repräsentative FACS-Histogramme mit normalisier-
ter Zellzahl (%max) gegen die Fluoreszenzintensität der populationsspezifischen Marker (CD14, CD3, CD15).
Die ungefärbte Kontrolle ist als graue Kurve und die Antikörper-gefärbte Probe als blaue Kurve dargestellt.
3.4.2 Kryokonservierung von Immunzellen
Die frisch isolierten PBMCs oder separierten Monozyten wurden mit 300× g für 10 min
bei 4 °C zentrifugiert, anschließend direkt in eiskaltem Einfriermedium resuspendiert und
sofort in gekühlte Kryoröhrchen transferiert. Üblicherweise wurden 2× 107 PBMCs und
8× 106 Monozyten in 1 mL Einfriermedium pro Kryoröhrchen eingefroren. Die Zellen wur-
den zunächst im Einfrierbehäler „Mr. Frosty“ langsam mit einer Rate von ca. 1 °C/min auf
-80 °C gekühlt. Die Langzeitlagerung erfolgte in der gasförmigen Phase des Stickstoffs bei
ca. -160 °C.
3.4.3 Zellkultur
Kryokonservierte Immunzellen wurden im Wasserbad bei 37 °C aufgetaut, sofort wieder
auf Eis überführt und in genügend Zellkulturmedium (mindestens 10 mL Zellkulturmedi-
um pro 1 mL kryokonservierter Zellsuspension) aufgenommen. Die Zellsuspension wurde
mit 300× g für 10 min bei RT zentrifugiert und einmal mit PBS gewaschen. Die Zellzahl
und die Vitalität wurden mit einem digitalen Zellzählgerät (CASY® Cell Counter) bestimmt.
Nach der Zentrifugation wurden die Zellen in Zellkulturmedium (RPMI mit 10 % humanem
AB-Serum, 1 % Pen/Strep und 1 % Glutamin) aufgenommen, entsprechend dem nachfolgen-
den Assay in der definierten Dichte in Zellkulturplatten ausgesät und bei 37 °C und 5 % CO2
inkubiert. Für einige Versuche wurden die Immunzellen (PBMCs, Monozyten, T-Zellen,
PMNs) direkt nach der Isolation in Zellkulturmedium aufgenommen (keine Kryokonservie-
rung) und wie oben beschrieben inkubiert.
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3.4.4 Expressionsanalyse von Zellmarkern mittels
Durchflusszytometrie
Mit Hilfe durchflusszytometrischer Verfahren (engl.: Fluorescence Activated Cell Scanning,
FACS) kann die Expression von Oberflächenmolekülen und intrazellulären Markern unter-
sucht werden. Hierfür werden die Zellen mit entsprechenden Fluorochrom-gekoppelten An-
tikörpern markiert und anschließend im Durchflusszytometer analysiert.
Färbung von Oberflächenmolekülen Adhärente Zellen, wie Monozyten und Makro-
phagen, wurden mit Accutase® (30-40 min Inkubation bei 37 °C) aus den entsprechenden
Wells geerntet. Suspensionszellen, wie PBMCs, T-Zellen oder PMNs, wurden ohne zusätz-
lichen Enzymverdau geerntet. Die Zellen wurden in FACS-Reaktionsgefäße überführt und
mit eiskaltem PBS mit 300× g für 10 min bei 4 °C zentrifugiert. Danach erfolgte ein weite-
rer Waschschritt mit eiskaltem FACS-Puffer. Das Zellpellet wurde dann in 50 µL Antikörper-
Mix (human-spezifische Antikörper in FACS-Puffer verdünnt) aufgenommen. Die verwen-
deten Verdünnungen der Antikörper und die Zusammensetzung der Mixe für die einzelnen
Analysen sind den Tabellen 20 bis 23 zu entnehmen. Die Inkubation des Antikörper-Mix
mit den Zellen erfolgte für 30 min bei 4 °C im Dunkeln. Anschließend wurden die Zellen
mit eiskaltem FACS-Puffer mit 300× g für 10 min bei 4 °C zentrifugiert. Das Pellet wurde
abschließend in 100 µL einer 1 % PFA-Fixierungslösung aufgenommen und bei 4 °C bis zur
Analyse gelagert.
Färbung von intrazellulären Markern Die Färbung intrazellulärer Marker schloss sich
an die Färbung der Oberflächenmoleküle an. Hierbei erfolgte nach der Inkubation des Anti-
körper-Mix für die Oberflächenmoleküle ein Waschschritt mit FACS-Puffer und nachfolgend
ein Fixierungs- und Permeabilisationsschritt. Dazu wurden die Zellen in 500 µL frisch ange-
setztem BD Fix/Perm-Puffer resuspendiert und für 30 min bei 4 °C im Dunkeln inkubiert. Da-
nach wurden die Zellen mit 2 mL BD 1×Perm-Puffer mit 300× g für 10 min bei 4 °C zen-
trifugiert. Das Zellpellet wurde dann in 50 µL Antikörper-Mix für die intrazellulären Marker
(human-spezifische Antikörper in 1×Perm-Puffer verdünnt) aufgenommen. Die verwen-
deten Verdünnungen der Antikörper und die Zusammensetzung des Mix ist Tabelle 24 zu
entnehmen. Die Inkubation des Antikörper-Mix mit den Zellen erfolgte für 30 min bei 4 °C
im Dunkeln. Anschließend wurden die Zellen mit eiskaltem 1×Permeabilisierungs-Puffer
mit 300× g für 10 min bei 4 °C zentrifugiert. Das Pellet wurde abschließend in 100 µL ei-
ner 1 % PFA-Fixierungslösung aufgenommen und bei 4 °C bis zur Analyse maximal 5 Tage
gelagert.
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Messung und Analyse Die Proben wurden am BD FACSCanto II gemessen. Makropha-
gen wurden vor der Messung gefiltert (0,35 µm Porengröße), um Zellaggregation (Dubletten)
zu vermeiden. Die Analyse der Daten erfolgte mit der Software FlowJo® Version 7 und 10.
Die Gatingstrategien für die Analyse der Immunzellen der entsprechenden Experimente sind
in den Abbildung 6 bis 10 dargestellt.
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Tabelle 24: Antikörper (anti-human) für die Detektion des intrazellulären Treg Markers.
Antigen Fluorochrom Verdünnung




























Abbildung 6: Gatingstrategie zur Analyse der PMN-Aktivierung
A) Zunächst wurde die PMN-Population anhand der Größe (Vorwärtsstreulicht, FSC-A) und der Granularität
(Seitwärtsstreulicht, SSC-A) eingegrenzt. B) Durch das Auftragen der Fläche des Vorwärtsstreulichtes (FSC-A)
gegen die Höhe des Vorwärtsstreulichtes (FSC-H) wurden die Einzelzellen definiert (Dubletten ausgegrenzt).
C) Anschließend wurden alle vitalen Zellen durch den Life/Dead-Marker definiert. D) Bei der so eingegrenz-
ten Zellpopulation wurde das Expressionsniveau der gefärbten Antigene/Marker (siehe Tabelle 20) über die




























Abbildung 7: Gatingstrategie zur Analyse der Makrophagen-Polarisation
A) Zunächst wurde die Makrophagen-Population anhand der Größe (Vorwärtsstreulicht, FSC-A) und der Gra-
nularität (Seitwärtsstreulicht, SSC-A) eingegrenzt. B) Durch das Auftragen der Fläche des Vorwärtsstreulichtes
(FSC-A) gegen die Höhe des Vorwärtsstreulichtes (FSC-H) wurden die Einzelzellen definiert (Dubletten aus-
gegrenzt). C) Anschließend wurden alle vitalen Zellen durch den Life/Dead-Marker definiert. D) Bei der so
eingegrenzten Zellpopulation wurde das Expressionsniveau der gefärbten Antigene/Marker (siehe Tabelle 21)
über die entsprechende Fluoreszenzintensität (FI) für eine normalisierte Zellzahl (%max) bestimmt.
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Abbildung 8: Gatingstrategie zur Analyse der Monozyten-Charakterisierung
A) Zunächst wurde die Monozyten-Population anhand der Größe (Vorwärtsstreulicht, FSC-A) und der Granu-
larität (Seitwärtsstreulicht, SSC-A) eingegrenzt. B) Durch das Auftragen der Fläche des Vorwärtsstreulichtes
(FSC-A) gegen die Höhe des Vorwärtsstreulichtes (FSC-H) wurden die Einzelzellen definiert (Dubletten aus-
gegrenzt). C) Anschließend wurden alle vitalen Zellen durch den Life/Dead-Marker definiert. D) Bei der so
eingegrenzten Zellpopulation wurde das Expressionsniveau der gefärbten Antigene/Marker (siehe Tabelle 21)

















































Abbildung 9: Gatingstrategie zur Analyse der Immunzellproliferation
A) Zunächst wurde die PBMC-Population anhand der Größe (Vorwärtsstreulicht, FSC-A) und der Granularität
(Seitwärtsstreulicht, SSC-A) eingegrenzt. B) Durch das Auftragen der Fläche des Vorwärtsstreulichtes (FSC-A)
gegen die Höhe des Vorwärtsstreulichtes (FSC-H) wurden die Einzelzellen definiert (Dubletten ausgegrenzt).
C) Anschließend wurden alle vitalen Zellen durch den Life/Dead-Marker definiert. D) Zur spezifischen Ana-
lyse der T-Zellen wurden zunächst die CD14– definiert und F) weiterführend die CD4+ und CD8+ T-Zellen
definiert. Der Anteil der proliferierten CD4+ (E) und CD8+ T-Zellen (G) wurde durch die Abnahme des CFSE-
Fluoreszenzsignals quantifiziert.
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Abbildung 10: Gatingstrategie zur Analyse von Treg
A) Zunächst wurde die PBMC-Population anhand der Größe (Vorwärtsstreulicht, FSC-A) und der Granularität
(Seitwärtsstreulicht, SSC-A) eingegrenzt. B) Durch das Auftragen der Fläche des Vorwärtsstreulichtes (FSC-A)
gegen die Höhe des Vorwärtsstreulichtes (FSC-H) wurden die Einzelzellen definiert (Dubletten ausgegrenzt).
C) Anschließend wurden alle vitalen Zellen durch den Life/Dead-Marker definiert. D) Zur spezifischen Ana-
lyse der T-Zellen wurden zunächst die CD14– definiert und E) weiterführend die CD4+ T-Zellen definiert. F)




Alle verwendeten Medien waren entweder durch den Hersteller als “endotoxinfrei“ gekenn-
zeichnet oder wurden vor Verwendung durch ein 0,22-µm-Filtersystem steril filtriert.
Das humane Aortengewebe wurde stichprobenartig mit unterschiedlichen Methoden auf des-
sen Endotoxingehalt überprüft:
Limulus-Amöbozyten-Lysat-Test (LAL-Test) Endotoxin kann mittels des aus dem
Blut von Pfeilschwanzkrebsen gewonnenen Limulus-Amöbocyten-Lysats (LAL) nachgewie-
sen werden. Der Test beruht auf der Aktivierung des im Lysat enthalten Proenzyms (Factor
C) durch Endotoxin, wobei das aktivierte Enzym dann wiederum ein chromogenes Substrat
spaltet. Das farbige Produkt (p -Nitroanilin) kann photometrisch gemessen werden. Dabei ist
die Menge des umgesetzten Produktes proportional zur Endotoxinkonzentration der Probe.
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Für die Bestimmung des Endotoxingehaltes wurde das Kit Pierce™LAL Chromogenic En-
dotoxin Quantification genutzt. Die Protokolldurchführung erfolgte den Herstellerangaben
entsprechend.
Die CFC, IFC und GA-fixierten humanen Aortengewebestücke wurden nach dem Auftau-
und Waschprozess über 3 Tage in 1 mL DMEM bei 37 °C und 5 % CO2 inkubiert (48-
Wellplatte). Danach wurden 50 µL des Gewebekulturüberstands in eine auf 37 °C vorge-
wärmte 96-Wellplatte transferiert (als Duplikate). Die Herstellung des Endotoxin-Standards
(0,1 -1 EU/ mL) mit dem im Kit enthaltenen LPS erfolgte nach dem Protokoll des Herstel-
lers. Zu den Proben und den Standard-Verdünnungen wurden 50 µL LAL-Reagenz gegeben,
gut gemischt und im Dunkeln bei 37 °C für 10 min inkubiert. Nach dem Abstoppen der Reak-
tion erfolgte die Messung der Absorption bei einer Wellenlänge von 405 nm in einem Plat-
tenlesegerät (SpectraMax 340PCO). Die Berechnung der Endotoxinkonzentration erfolgte
mittels der linearen Standardkurvenanalyse, wobei Werte außerhalb des definierten Bereichs
der Standardkurve extrapoliert wurden.
EndoZyme-Test Für die Bestimmung des Endotoxingehaltes mittels rekombinant her-
gestellten Faktors C wurde das Kit EndoZyme®II genutzt. Der Test beruht auf den gleichen
Prinzipien wie der LAL-Test (siehe oben), jedoch ist der Faktor C der proteolytischen Kaska-
de synthetisch hergestellt und findet in Kombination mit einem synthetischen, fluorogenen
Substrat Anwendung. Die Endotoxinbestimmung erfolgte den Herstellerangaben entspre-
chend mit leichten Modifikationen.
Die CFC, IFC und GA-fixierten humanen Aortengewebestücke wurden nach dem Auftau-
und Waschprozess für 1, 2, 5 oder 8 Tage in 1 mL DMEM bei 37 °C und 5 % CO2 inkubiert
(48-Wellplatte). Danach wurden 100 µL des Gewebekulturüberstandes in eine schwarze auf
37 °C vorgewärmte 96-Wellplatte transferiert (Duplikate). Die Herstellung des Endotoxin-
Standards (0,005 - 50 EU/ mL) mit dem im Kit enthaltenen LPS erfolgte entsprechend dem
Protokoll des Herstellers in Low-Binding-Reaktionsgefäßen. Zu den Proben und den Standard-
Verdünnungen wurden 100 µL Testreagenz gegeben, gut gemischt und im Dunkeln bei 37 °C
inkubiert. Nach 60 min erfolgte die Messung der Fluoreszenz bei einer Anregungswellen-
länge von 380 nm und einer Emmisionswellenlänge von 445 nm in einem Plattenlesegerät
(Tecan-Infinite 200 PRO). Die Berechnung der Endotoxinkonzentration erfolgte mittels ei-
nes nicht-linearen Regressionsmodells der Standardkurvenanalyse (log(x) / log(y)). Zur Da-
tenauswertung wurde lediglich der Messwert zum 60-Minuten-Zeitpunkt und nicht des Zeit-
punkts Null verwendet.
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Monozyten-Aktivierungs-Test (MAT) Der MAT ist ein In-vitro-Test, welcher die Re-
aktion humaner Immunzellen auf Pyrogene abbildet und somit eine Aussage über die po-
tentielle Immunreaktion im Menschen gibt. Endotoxin (LPS) bindet über den TLR-4 an
die Monozyten und aktiviert eine Downstream-Kaskade, die zur Expression des Transkrip-
tionsfaktors Nukleärer Faktor (NF)-κB führt. Durch diesen Transkriptionsfaktor wird die
Bildung von TNF-α aktiviert. Neben LPS können auch andere Pyrogene die Freisetzung
von TNF-α auslösen, womit der MAT, im Gegensatz zum LAL- oder EndoZyme-Test, auch
Nicht-Endotoxin-Pyrogene erfasst.
Für den Test wurden zunächst die CFC-, IFC- und GA-fixierten humanen Aortengewebe-
stücke nach dem Auftau- und Waschprozess über Nacht in RPMI (ohne Zusätze) bei 37 °C
und 5 % CO2 inkubiert (48-Wellplatte) und am nächsten Tag 500 µL abgenommen. Für den
MAT wurden humane PBMCs aufgetaut (siehe Abschnitt 3.4.3). 1× 106 PBMCs wurden
in 500 µL RPMI (ohne weitere Zusätze) in einer 24-Wellplatte ausgesät und 500 µL des zu
testenden Gewebeüberstandes wurden hinzugegeben. Als Positivkontrolle (PK) wurden die
PBMCs mit 100 ng/mL LPS stimuliert und als Negativkontrolle (NK) wurden die PBMCs
lediglich in RPMI kultiviert. Die stimulierten PBMCs wurden für 24 h bei 37 °C und 5 %
CO2 inkubiert. 800 µL Überstand wurden abgenommen und für 1 min mit 1000 × g zentri-
fugiert, um mögliche Suspensionszellen und Zelltrümmer abzutrennen. Proben wurden bei
-80 °C bis zur Analyse gelagert, bevor die Bestimmung der TNF-α-Konzentration mittels
ELISA erfolgte (siehe Abschnitt 3.3.3.2).
3.5.2 Migrations-Assay
Zur Untersuchung des Migrationsverhaltens von Immunzellen wurde das Chemotaxissys-
tem ChemoTX® von Neuro Probe (Membran-Porengröße 3 µm ) verwendet (Abb. 11A).
Jeweils 37,5 µL konditioniertes Diätmedium von CFC-, IFC-, oder GA-fixiertem humanen
Aortengewebe, Diätmedium als Negativkontrolle und KM einer mit αCD3/CD28 stimulier-
ten PBMC-Kultur als Positivkontrolle (siehe Abschnitt 3.3.2) wurden im unteren Well des
Chemotaxissystems vorgelegt (Abb. 11B). Weiterhin dienten 50 ng/mL humanes IL-6, IL-8,
MCP-1 und ein Mix aus diesen drei Zytokinen als Kontrollansatz. Auf die untere Wellplatte
wurde die Membran gelegt.
PMNs, Monozyten und T-Zellen wurden aus Frischblut isoliert (siehe Abschnitt 3.4.1) und
in Diätmedium resuspendiert. Jeweils 30.000 Zellen in 40 µL wurden auf die obere Seite
der Membran gesät. Alle Ansätze erfolgten in Triplikaten. Nach 3 h Inkubation bei 37 °C
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Abbildung 11: Experimentelles Design zum Migrations-Assay
Mittels Chemotaxissystem ChemoTX® von Neuro Probe (A) wurde das Migrationsverhalten humaner Immun-
zellen (PMNs, Monozyten und T-Zellen) untersucht. B) Detaillierte Beschreibung zur Durchführung siehe
Text.
und 5 % CO2 wurde die Membran wieder vorsichtig von der Wellplatte entfernt, die restli-
che Zellsuspension seitlich auf ein Papiertuch abgetropft und mit Hilfe des Kits Hemacolor®,
Rapid Stain den Herstellerangaben entsprechend fixiert (Methanol/Aceton-Gemisch) und ge-
färbt (Hematoxylin und Eosin). Vor der Färbung wurden die nicht-migrierten Zellen von der
Oberseite der Membran mit Hilfe eines Wattestäbchens sorgsam abgewischt, um sie von der
Analyse auszuschließen. Die an der Unterseite der Membran haftenden Zellen wurden mit
einem Lichtmikroskop (Zeiss-Axio Scope) bestimmt und fotografiert. Dabei wurden jeweils
3 Membranausschnitte pro Ansatz in 20-facher Vergrößerung aufgenommen. Mit Hilfe des
Plugins „Cell Image Analyzer“ (CIA) (programmiert und zur Verfügung gestellt von Tilo
Dehne) wurden die Fotos mit der Software Fiji-ImageJ [150] prozessiert und die Zellen ge-
zählt.
Zur Berechnung des Wertes aller Zellen auf der Membranunterseite wurde der Mittelwert
der gezählten Zellen auf den 3 Membranausschnitten pro Well auf die gesamte Fläche des
Wells bezogen. Im genutzten Chemotaxissystem betrug die Fläche eines Wells 25 mm2. Die
Sichtfläche des Membranausschnitts auf den Fotos bei 20-facher Vergrößerung betrug 0,3588
mm2.
Zellen auf Membranunterseite =
Mittelwert gezählte Zellen × Fläche eines Wells
Sichtfläche des Membranausschnitts
Zusätzlich zu den Zellen an der Membranunterseite wurden auch die migrierten Zellen im
unteren Well in die Berechnung der Gesamtanzahl migrierter Zellen einbezogen. Dazu wur-
den 20 µL gut resuspendierter Zellsuspension aus dem unteren Well entnommen und die
Zellzahl mit Hilfe der Fuchs-Rosenthal-Zählkammer bestimmt.
Gesamtanzahl migrierter Zellen = Zellen auf Membranunterseite+Zellen im unteren Well
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3.5.3 Kokultur humaner Immunzellen auf Aortengewebe
3.5.3.1 PMN-Aktivierungs-Assay
PMNs wurden frisch aus EDTA-Blut isoliert (Abschnitt 3.4.1.3), entsprechend gewaschen
und in Zellkulturmedium (RPMI mit 10 % humanem AB-Serum, 1 % Pen/Strep und 1 %
Glutamin) resuspendiert. Dabei war stets auf ein behutsames Resuspendieren zu achten, da
PMNs leicht zu aktivieren sind. Der PMN-Aktivierungs-Assay wurde in Zusammenarbeit
mit Matthias Becker etabliert.
Aktivierungsskontrollen 4× 105 PMNs wurden in 400 µL Zellkulturmedium in einer
48-Wellplatte ausgesät. Für die Aktivierung wurden die PMNs entweder mit 500 ng/mL
LPS, 10 ng/mL TNF-α oder 40 ng/mL des Tripeptids fMLP (Formyl-Methionyl-Leucyl-
Phenylalanin) stimuliert. Zusätzlich erfolgte als Kontrolle eine Kultivierung der PMNs ohne
weitere Stimuli (Ko). Die Zellen wurden 4 h bei 37 °C und 5 % CO2 inkubiert.
PMN-Gewebe-Kokultur Die CFC-, IFC- und GA-fixierten Aortengewebestücke wur-
den auf dem Boden einer 48-Wellplatte platziert (Tunica adventitia nach unten und Tunica
intima nach oben gerichtet) und mit einem Silikonring fixiert. 1× 105 PMNs in 100 µL Zell-
kulturmedium wurden in das Lumen des Silikonrings auf das Aortengewebe gesät. Nach
ca. 30 min, in denen sich die PMNs auf dem Gewebe absetzen konnten, wurden weitere
500 µL Zellkulturmedium hinzugefügt. Zusätzlich erfolgte als Kontrolle eine Kultivierung
der PMNs auf der Zellkulturplatte (Ko). Die Zellen wurden 4 h bei 37 °C und 5 % CO2 kul-
tiviert.
Analyse Nach der Kultivierung wurde der Überstand abgenommen und als KM im nach-
folgenden Monozyten-Assay genutzt (siehe Abschnitt 3.5.4). Zur Charakterisierung der Ober-
flächenmarker wurden die Zellen, wie in Abschnitt 3.4.4 beschrieben, geerntet, mit human-
spezifischen Antikörpern (siehe Tabelle 20) gefärbt und durchflusszytometrisch analysiert
(siehe Abb. 6). Zusätzlich erfolgte stets eine Analyse der Oberflächenmarkerexpression der
PMNs direkt nach der Isolation aus dem Blut (Zeitpunkt t0). Für die Auswertung der Marker-
expression der PMNs nach 4 h erfolgte eine Normalisierung auf die Makerexpression dieser
PMNs zum Zeitpunkt t0.
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3.5.3.2 Makrophagen-Polarisations-Assay
Kryokonservierte humane Monozyten (CD14+ Zellen) wurden aufgetaut und 2× 106 Zellen
in je 2 mL Zellkulturmedium (RPMI mit 10 % humanem AB-Serum, 1 % Pen/Strep und 1 %
Glutamin) in einer 6-Wellplatte ausgesät. Die Zellen wurden dabei mit 50 ng/mL M-CSF
stimuliert und 7 Tage bei 37 °C und 5 % CO2 zu M0-Makrophagen differenziert. Die M0-
Makrophagen wurden mittels Zellschaber aus der 6-Wellplatte geerntet, in PBS aufgenom-
men, einmal gewaschen und in Zellkulturmedium resuspendiert.
Polarisationskontrollen 8× 105 bzw. 3× 105 M0-Makrophagen wurden in einer 24- bzw.
48-Wellplatte ausgesät. Für die Polarisation zum M1-Phänotyp wurden die Makrophagen
mit 100 ng/mL LPS und 20 ng/mL IFN-γ stimuliert. Zur M2a-Polarisation erfolgte eine Sti-
mulation mit 20 ng/mL IL-4, für eine Polarisation zum M2c-Phänotyp mit 20 ng/mL IL-10.
Zusätzlich erfolgte eine Kultivierung von M0-Makrophagen ohne weitere Stimuli (Ko). Die
Zellen wurden 2 Tage bei 37 °C und 5 % CO2 polarisiert.
Makrophagen-Gewebe-Kokultur Die Aortengewebestücke nach CFC, IFC und GA-
Fixierung wurden auf dem Boden einer 48-Wellplatte platziert (Tunica adventitia nach unten
und Tunica intima nach oben gerichtet) und mit einem Silikonring fixiert. 1× 105 M0-Ma-
krophagen in 100 µL Zellkulturmedium wurden in das Lumen des Silikonrings auf das Aor-
tengewebe gesät. Nach ca. 30 min, in denen sich die Makrophagen auf dem Gewebe absetzen
konnten, wurden weitere 200 µL Zellkulturmedium hinzugefügt. Zusätzlich erfolgte als Kon-
trolle eine Kultivierung der Makrophagen auf der Zellkulturplatte (Ko). Die Zellen wurden
2 Tage bei 37 °C und 5 % CO2 polarisiert.
TGF-β1-Signalweg-Modulation Um mögliche Effekte des TGF-β1 zu überprüfen, wur-
de zur oben beschriebenen Makrophagen-Gewebe-Kultur 1 µg/mL neutralisierender Anti-
körper αTGFβ1,2,3 hinzugegeben (TGFβ -nAK).
Makrophagen-Kultur mit Aortengewebe-KM Der Einfluss löslicher Faktoren aus dem
Aortengewebe auf die Makrophagenpolarisation wurde ebenfalls untersucht. Dazu wurde ein
Silikonring in einem Well einer 48-Wellplatte platziert. 1× 105 M0-Makrophagen in 100 µL
Zellkulturmedium wurden in das Lumen des Silikonrings auf die Zellkulturplastik gesät.
Nach ca. 30 min, in denen sich die Makrophagen absetzen konnten, wurden 300 µL KM von
CFC-, IFC- oder GA-fixiertem Aortengewebe (6 Tage kultiviert in Zellkulturmedium) hinzu-
gefügt (siehe Abschnitt 3.3.2). Die Zellen wurden 2 Tage bei 37 °C und 5 % CO2 kultiviert.
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Analyse Für alle oben beschriebenen Makrophagen-Kokulturen fand eine Charakterisie-
rung der Oberflächenmarker statt. Dazu wurden die Makrophagen, wie in Abschnitt 3.4.4
beschrieben, geerntet, mit human-spezifischen Antikörpern (siehe Tabelle 21) gefärbt und
durchflusszytometrisch analysiert (siehe Abb. 7). Für die Auswertung der Markerexpression
der Makrophagen aus der Gewebe-Kokultur erfolgte eine Normalisierung auf die jeweilige
ungefärbte Kontrolle, da die Makrophagen durch die Kultivierung auf dem Aortengewebe
unterschiedliche Autofluoreszenzen aufwiesen. Beispielhaft sind die Autofluoreszenzen der
Makrophagen für drei verschiedene Durchflusszytometer-Kanäle in Abb. 12 abgebildet. Vor
allem für Makrophagen, welche auf GA-fixiertem Gewebe kultiviert wurden, konnte bei der
Messung am Durchflusszytometer im APC- und im FITC-Kanal eine erhöhte Autofluores-
zenz detektiert werden (Abb. 12B+C). Aus diesem Grund wurden die mittleren Fluores-
zenzintensitäten (MFIs) der Antikörper-gefärbten Makrophagen mittels Division durch die



















Ungefärbte Makrophagen Ungefärbte Makrophagen Ungefärbte Makrophagen
Abbildung 12: Autofluoreszenz der Makrophagen nach Kokultivierung auf Aortengewebe
Repräsentative FACS-Histogramme zeigen die Fluoreszenzintensität (Autofluoreszenz) der ungefärbten Ma-
krophagen nach Kultivierung auf CFC-Gewebe (dunkelgrau Kurve), IFC-Gewebe (blaue Kurve), GA-fixiertem
Gewebe (hellgraue Kurve) und auf der Zellkulturplatte (Ko) (grüne gefüllte Kurve). Beispielhaft sind die Fluo-
reszenzintensitäten (FI) für die Durchflusszytometer-Kanäle für APC-Cy7 (A), FITC (B) und APC (C) für eine
normalisierte Zellzahl ( %max) dargestellt.
3.5.4 Monozytenaktivierung durch lösliche Faktoren
PMNs sezernieren nach Aktivierung Zytokine und Chemokine, welche weitere Immunzel-
len, vor allem Monozyten anlocken und ebenfalls aktivieren. Im folgenden Assay sollte diese
Interaktion nachgestellt werden und der Einfluss der aus der PMN-Gewebe-Kokultur (Ab-
schnitt 3.5.3.1) sezernierten Faktoren auf den Phänotyp von Monozyten untersucht werden.
Kryokonservierte humane Monozyten (CD14+ Zellen) wurden aufgetaut und 5× 105 Zellen
in je 100 µL Zellkulturmedium (RPMI mit 10 % humanem AB-Serum, 1 % Pen/Strep und
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1 % Glutamin) in einer 48-Wellplatte ausgesät. Zu den Monozyten wurden 300 µL KM der
jeweiligen PMN-Gewebe-Kokulturen gegeben (CFC-, IFC- und GA-fixierte Aortengewe-
be) sowie KM der als Kontrolle auf der Zellkulturplatte kultivierten PMNs (Ko). Außerdem
wurde nach 4 h KM von CFC-, IFC- und GA-fixiertem Aortengewebe in Zellkulturmedium
ohne kokultivierte PMNs vom jeweils selben Gewebespender gewonnen (Ø Gewebe-KM),
um den Einfluss der allein vom Gewebe sezernierten Faktoren abgrenzen zu können. Eben-
falls 300 µL des Ø Gewebe-KM wurde zu den Monozyten gegeben. Als Kontrolle in dieser
Gruppe wurden Monozyten ohne weitere Stimuli kultiviert (Ø Ko).
Die Zellen wurden 2 Tage bei 37 °C und 5 % CO2 kultiviert. Abschließend wurden die Mo-
nozyten, wie in Abschnitt 3.4.4 beschrieben, geerntet, mit human-spezifischen Antikörpern
(siehe Tabelle 21) gefärbt und durchflusszytometrisch analysiert (siehe Abb. 8). Für die Aus-
wertung der Markerexpression der Monozyten erfolgte eine Normalisierung auf die jeweilige
ungefärbte Kontrolle.
3.5.5 Immunzellproliferations-Assay
Die Induktion und Modulation der Proliferation humaner Immunzellen unter dem Einfluss
löslicher Faktoren aus dem Aortengewebe wurde anhand der Abnahme des Fluoreszenssi-
gnals des Farbstoffs Carboxyfluorescein-Succinimidylester (CFSE) nachgewiesen.
Kryokonservierte humane PBMCs wurden im Wasserbad (37 °C) aufgetaut, in Zellkultur-
medium (RPMI mit 10 % humanem AB-Serum, 1 % Pen/Strep und 1 % Glutamin) aufge-
nommen, zentrifugiert, anschließend einmal in PBS gewaschen und auf eine Konzentration
von 1× 107 Zellen/mL in PBS eingestellt. Zu der Zellsuspension wurde der Farbstoff CFSE
in einer finalen Konzentration von 2,5 µM/mL gegeben. Das Reaktionsgemisch wurde für
3 min bei RT im Dunkeln inkubiert. Durch das Hinzufügen des gleichen Volumens an ge-
kühltem, humanem AB-Serum wurde die Reaktion wieder gestoppt. Die CFSE-gefärbten
PBMCs wurden anschließend zweimal in AB-Serum-haltigem Medium gewaschen bevor
sie in Zellkulturmedium (RPMI mit 10 % humanem AB-Serum, 1 % Pen/Strep und 1 %
Glutamin) aufgenommen wurden.
3× 105 CFSE-gefärbte PBMCs wurden in 400 µL Zellkulturmedium in einer 48-Wellplatte
ausgesät. Zusätzlich wurden entsprechend 400 µL KM von CFC- oder IFC-Aortengewebe
(siehe Abschnitt 3.3.2) bzw. nur Zellkulturmedium als Negativkontrolle hinzugegeben. Für
die Experimente zur Induktion der Proliferation durch Gewebe-KM wurden die PBMCs mit
12,5 ng/mL αCD3-Antikörper (Klon: OKT3) als Positivkontrolle stimuliert. Bei den Expe-
rimenten zur Modulation der Proliferation erfolgte eine basale Stimulation aller PBMCs mit
12,5 ng/mL αCD3.
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Die so behandelten PBMCs wurden 4 Tage bei 37 °C und 5 % CO2 kultiviert. Zur Charak-
terisierung der Oberflächenmarker wurden die Zellen, wie in Abschnitt 3.4.4 beschrieben,
geerntet, mit human-spezifischen Antikörpern (siehe Tabelle 22) gefärbt und durchflusszy-
tometrisch analysiert (siehe Abb. 9).
3.5.6 Nachweis der Induktion regulatorischer T-Zellen
Die T-Zell-Subpopulation der regulatorischen T-Zellen (Treg) wurde ebenfalls im Zuge der
Modulation der Proliferation unter dem Einfluss löslicher Faktoren aus kryokonserviertem
Aortengewebe untersucht.
Kryokonservierte bzw. frisch isolierte humane PBMCs wurden in Zellkulturmedium (RPMI
mit 10 % humanem AB-Serum, 1 % Pen/Strep und 1 % Glutamin) aufgenommen, zentrifu-
giert und anschließend einmal in PBS gewaschen. 6× 105 PBMCs wurden in 200 µL Zell-
kulturmedium in einer 48-Wellplatte ausgesät. Zusätzlich wurden entsprechend 200 µL KM
(siehe Abschnitt 3.3.2) von CFC- oder IFC-Aortengewebe (6 Tage kultiviert in Zellkultur-
medium) bzw. nur Zellkulturmedium als Negativkontrolle hinzugegeben. Weiterhin erfolgte
für alle Ansätze eine basale Stimulation mit 83,3 ng/mL αCD3 und 166,7 ng/mL αCD28.
Die so behandelten PBMCs wurden 5 Tage bei 37 °C und 5 % CO2 kultiviert. Zur Cha-
rakterisierung der Oberflächenmarker sowie der intrazellulären Marker der Treg wurden die
PBMCs, wie in Abschnitt 3.4.4 beschrieben, geerntet, mit human-spezifischen Antikörpern
(siehe Tabelle 23) gefärbt und durchflusszytometrisch analysiert (siehe Abb. 10).
3.6 Rasterelektronenmikroskopie
Probenvorbereitung Die mit Makrophagen kokultivierten Gewebestücke (siehe Assay
im Abschnitt 3.5.3.2) wurden in der 48-Wellplatte zweimal vorsichtig mit PBS gewaschen.
Zur Fixierung wurden die Proben mit 500 µL 2,5 % Glutaraldehyd für 10 min bei RT inku-
biert und danach erneut mit PBS gewaschen. Die Proben wurden anschließend durch eine
aufsteigende Alkoholreihe entwässert. Dazu wurden die Proben jeweils 5 min mit 500 µL
aufsteigend 30 %, 50 %, 70 %, 80 %, 90 % und 95 % unvergälltem Ethanol inkubiert. Ab-
schließend wurden die Proben noch zweimal mit 100 % Ethanol für jeweils 5 min bei RT
inkubiert. Die Proben wurden bis zur Trocknung bei 4 °C gelagert. Die chemische Trock-
nung erfolgte durch Hexamethyldisilazan (HMDS). Zu den Proben wurde 100 µL HMDS
gegeben und 5 min bei RT inkubiert. Anschließend erfolgte eine zweimalige Inkubation mit
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jeweils frischen 100 µL HMDS für 10 min und die Lufttrocknung der Proben über Nacht un-
ter dem Abzug bei RT.
Für die Messung wurden die trockenen Proben mit einem Klebeplättchen (Leit-Tab) auf den
Stiftprobenhaltern befestigt. In einem Zerstäubungsprozess (Sputtern) wurden die Proben
für 30 s in einem Vakuum-FineCoater in einer Argon-Atmosphäre (8 Pa) dünn mit Gold be-
schichtet.
Messung und Analyse Die Messung der Proben erfolgte am Rasterelektronenmikroskop
(REM) (JEOL-JCM 6000 Benchtop) im High-Vacuum-Modus mit 10 kV in 70-facher und
1500-facher Vergrößerung.
3.7 Statistische Methoden
Alle statistischen Analysen erfolgten mit der Software GraphPad Prism Version 6.0. Für
die erhobenen Daten wurde jeweils der Mittelwert in Kombination mit dem Standardfehler
(engl.: Stadard Error of the Mean, SEM) angegeben. Unterschiede zwischen zwei Grup-
pen mit nur einer Variablen wurden durch den nicht-parametrischen t-Test (Mann-Whitney-
Test) auf statistische Signifikanz überprüft. Statistische Unterschiede unter einer Fehlerwahr-
scheinlichkeit von 0,5 % wurden als signifikant gewertet (# p < 0,05, ## p < 0,01 oder ###
p < 0,001 bei Mann-Whitney-Test).
Bei mehr als zwei Gruppen mit nur einer Variablen wurde eine nicht-parametrische, ein-
faktorielle Varianzanalyse (Kruskal-Wallis-Test) mit anschließendem Dunn’s Post-Test an-
gewendet. Beim Vergleich von mehr als zwei Gruppen mit mehr als einer Variable fand eine
mehrfaktorielle Varianzanalyse (engl.: two way-ANOVA) in Kombination mit einem Bonfer-
roni Post-Test Anwendung. Statistische Unterschiede unter einer Fehlerwahrscheinlichkeit
von 0,5 % wurden als signifikant gewertet (* p < 0,05, ** p < 0,01 oder *** p < 0,001 bei
Kruskal-Wallis-Test bzw. mehrfaktorieller Varianzanalyse).
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4 Ergebnisse
4.1 Etablierung der Präparation und Konservierung
humaner Aortengewebe
In der vorliegenden Arbeit wurde der Einfluss der Kryokonservierungsmethode auf die Im-
munogenität von humanem, kardiovaskulärem Gewebe untersucht. Hierbei wurde die Me-
thode der eisfreien Kryokonservierung (IFC) mit der bereits in der Klinik etablierten Me-
thode der konventionellen Kryokonservierung (CFC) verglichen. Zusätzlich wurde die Fi-
xierung mittels Glutaraldehyd (GA) analysiert, da diese Methode ebenfalls Anwendung für
kardiovaskuläre Transplantate findet.
Die vor Beginn der Arbeit vorhandenen Protokolle für CFC und IFC waren für ein Ein-
friervolumen von 80 mL auf Herzklappen-Homografts (bestehend aus dem herznahen Gefäß
inklusive der Herzklappe) etabliert [39]. Da die Verfügbarkeit von Herzklappen-Homografts
begrenzt ist, wurde für alle folgenden Untersuchungen humane Aorta als Modellgewebe für
kardiovaskuläre Gewebe bzw. Herzklappen genutzt. Außerdem wurden für die geplanten Im-
munogenitätstestungen kleinere Gewebestücke verwendet, da dies für die durchzuführenden
In-vitro-Assays nötig war. Die Konservierung sollte stets unter standardisierten Bedingungen
stattfinden. Aus diesem Grund wurden aus dem Aortengewebe 8-mm-große Gewebestücke
gestanzt (Abb. 13A), randomisiert der CFC-, IFC- oder GA-Fixierungsmethode zugeordnet
und einzeln eingefroren bzw. fixiert. Die Gewebe wurden mindestens einen Monat gela-
gert, bevor sie wieder aufgetaut und gewaschen wurden (Abb. 13B). Dabei wurden die ur-
sprünglichen Protokolle an die neuen Anforderungen der kleineren Gewebestücke angepasst,
wodurch das Einfriervolumen auf 1,8 mL reduziert werden konnte. Anschließend erfolgten
die Charakterisierung des Aortengewebes (z.B. histologische Analysen, Gewebevitalitätsun-
tersuchungen, Zytokinbestimmungen) und weiterführende immunologische Assays, um den
Einfluss der Konservierungsmethode zu analysieren (Abb. 13C).
Die Verringerung der Gewebegröße vom kompletten Homograft auf 8-mm-Gewebestücke
und des Einfriervolumens von 80 mL auf 1,8 mL wurde durch die Kontrolle des Tempera-
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turverlaufs im CFC-Prozess (Abb. 13D) validiert. Wichtig war hierbei, dass die am Kristal-
lisationspunkt freigesetzte Wärme (Erstarrungswärme) nicht wieder zu einem starken Tem-
peraturanstieg in der Probe führte. Aus diesem Grund ist eine kurzzeitige Temperaturer-
niedrigung in der Kammer des Einfrierautomaten von -4 °C auf -20 °C nötig (blaue Kurve,
Abb. 13D). Dadurch sank die Temperatur in der Gewebeprobe mit einer kontinuierlichen
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Abbildung 13: Schematische Übersicht der Präparation, Konservierung und Analyse humaner Aorten-
gewebe für Immunogenitätstestungen
A) Nach initialer Antibiotikabehandlung des humanen Aortengewebes wurden mittels Biopsiestanzen 8 mm
große Gewebestücke gestanzt. Makroskopische Aufnahmen des humanen Aortengewebes (die Gefäßinnen-
wand ist sichtbar) während der Präparation (links) und der ausgestanzten 8 mm Gewebestücke (rechts) sind
dargestellt. B) Diese Gewebestücke wurden randomisiert der CFC, IFC oder GA-Fixierungsmethode zugeord-
net, dem Protokoll entsprechend konserviert (mit CFC-Einfriermedium, VS83-Lösung oder 0,2 % Glutarala-
dehyd) und für mindestens einen Monat (bei -160 °C, -80 °C oder 4 °C) gelagert. C) Für die spätere Analyse
wurden die Gewebestücke aufgetaut bzw. gewaschen, in Zellkulturmedium, DMEM oder RPMI überführt und
mittels unterschiedlicher Methoden charakterisiert bzw. immunologische Assays durchgeführt. D) Ein reprä-
sentativer Verlauf der Temperatur während des CFC-Einfrierprozesses im Einfrierautomaten ist dargestellt. Die
blaue Kurve zeigt die Temperatur in der Kammer des Einfrierautomaten, die rote Kurve zeigt die Temperatur
der CFC-Gewebeprobe (Aortengewebestück in 1,8 mL CFC-Einfriermedium). Die Temperatur der Probe sinkt
kontinuierlich mit ca. 1 °C/min.
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Adäquat zum CFC-Protokoll wurden die Volumina auch für die IFC-Methode angepasst.
Die neu etablierten Protokolle (siehe Methoden Abschnitt 3.2) für CFC, IFC ebenso wie die
GA-Fixierung wurden für alle nachfolgenden Untersuchungen angewendet.
4.2 Charakterisierung konservierter humaner
Aortengewebe
4.2.1 IFC bewahrt die typische Gewebestruktur, aber verringert
die metabolische Aktivität
Zur Charakterisierung des humanen Aortengewebes nach unterschiedlicher Konservierung
wurde zunächst die Morphologie mittels H&E-Färbung betrachtet (Abb. 14A). Hierbei zeigte
sich, dass die charakteristische histologische Struktur des Aortengewebes nach CFC und IFC
erhalten blieb. In der Tunica media waren jeweils die regelmäßig und wellenförmig angeord-
neten elastischen Fasern sowie die Kerne der glatten Muskelzellen zu erkennen. Hingegen
zerstörte die GA-Fixierung die Anordnung der elastischen Fasern. Bei allen Konservierungs-
methoden waren die durch Hämatoxylin angefärbten Zellkerne im Aortengewebe sichtbar.
Es fand demnach keine Dezellulariserung durch CFC, IFC oder GA-Fixierung und den an-
schließenden Auftau- und Waschprozess statt.
Da die typische Gewebestruktur durch die beiden Kryokonservierungsmethoden bewahrt
blieb, sollte überprüft werden, ob die Vitalität des Gewebes ebenfalls vergleichbar ist. Des-
halb wurde die metabolische Aktivität des Aortengewebes mittels MTS-Assay untersucht. Es
zeigte sich, dass die Zellen im CFC-Gewebe eine signifikant höhere Aktivität im Vergleich
zum IFC-Gewebe aufwiesen, wobei die IFC-Methode die metabolische Aktivität des Gewe-
bes auf einen minimalen Wert absenkte (Abb. 14B). Die GA-Fixierung reduzierte ebenfalls
die metabolische Aktivität des Gewebes auf ein intermediäres Niveau.
Die Gefäßinnenwand (Tunica intima) der Aorta ist mit einer einschichtigen Endothelzell-
schicht ausgekleidet. Da Endothelzellen relevant für die Immunogenität des Gewebes sind,
sollte untersucht werden, ob die Konservierungsmethode einen Einfluss auf den Erhalt dieser
Zellschicht hat. Mittels Immunfluoreszenzfärbung erfolgte der Nachweis des Endothelzell-
markers CD31, welcher sowohl nach CFC als auch nach IFC auf der Tunica intima detektier-
bar war (Abb. 15). Die Endothelzellschicht des Aortengewebes wird demnach durch keine










































Abbildung 14: Einfluss der Konservierungsmethode auf die histologische Struktur und metabolische Ak-
tivität humaner Aortengewebe
A) Gezeigt sind repräsentative H&E-Färbungen von Kryo-Gewebeschnitten humaner Aorta nach CFC, IFC
und GA-Fixierung. Die Querschnitte des Aortengewebes zeigen die Gefäßinnenwand (Tunica intima) und Ab-
schnitte der Tunica media der Aorta. In der Tunica media sind elastische Fasern sowie die Kerne der glat-
ten Muskelzellen zu erkennen. Die Maßstabsbalken entsprechen 125 µm. B) Die metabolische Aktivität der
Aortengewebe nach CFC, IFC und GA-Fixierung wurde mittels MTS-Assay bestimmt, nachdem die Gewe-
bestücke über Nacht in DMEM inkubiert wurden. Die Werte (n=3-7) wurden auf das Medium normalisiert
(=1, gestrichelte Linie) und sind als Mittelwert + SEM gezeigt. Die Signifikanz wurde durch eine einseitige
Varianzanalyse (Kruskal-Wallis-Test) und Dunn’s Post Test mit *p < 0,05 ermittelt.
Bei GA-fixiertem Aortengewebe konnte hingegen das CD31-Antigen nicht nachgewiesen
werden, da auf Grund der hohen Autofluoreszenz und möglicher Epitopmaskierung durch
GA keine Signaldetektion möglich war (Daten nicht gezeigt).
Die Immunogenität der Endothelzellen, aber auch der glatten Muskelzellen des Aortenge-
webes wird maßgeblich durch die Expression von MHC-Molekülen bestimmt. Die Zellen
sind dadurch potentiell in der Lage (Allo-)Antigene zu präsentieren, wobei HLA-DR für die
Aktivierung von T-Helferzellen von besonderer Bedeutung ist. Ziel war es daher ebenfalls
durch Immunfluoreszenzfärbung herauszufinden, ob im Aortengewebe nach CFC oder IFC
das MHC-Klasse-II-Molekül HLA-DR noch nachzuweisen ist. Sowohl nach CFC als auch
nach IFC konnte das Molekül HLA-DR detektiert werden (Abb. 16). Die Expression des
Moleküls war auf Zellen in der Tunica intima, aber auch in der Tunica media nachweisbar.
Es ist hierbei anzumerken, dass keine gleichzeitige Ko-Färbung von CD31, smooth muscle
actin oder CD45 mit HLA-DR durchgeführt wurde.
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Deshalb kann nicht zweifelsfrei nachgewiesen werden, ob die HLA-DR Moleküle von Endo-
thelzellen, glatten Muskelzellen oder ansässigen bzw. infiltrierten Immunzellen exprimiert
wurden.
Die Kryokonservierungsmethode hat demnach keinen Einfluss auf den Verbleib der Endo-
thelzellen, was durch den Nachweis von CD31 bestätigt wurde, und verändert die Expression







Abbildung 15: Endothelzellnachweis auf humanem Aortengewebe nach unterschiedlicher Kryokonser-
vierung
Gezeigt sind repräsentative Immunfluoreszenzfärbungen von Kryo-Gewebequerschnitten humaner Aorta nach
CFC und IFC. Die Färbung von humanem CD31 (gelb) weist die Endothelzellen (weiße Pfeile) der Gefäßin-
nenwand (Tunica intima) nach. In der Tunica media zeigen die elastischen Fasern eine grüne Autofluoreszenz.






Abbildung 16: Nachweis von HLA-DR in humanem Aortengewebe nach unterschiedlicher Kryokonser-
vierung
Gezeigt sind repräsentative Immunfluoreszenzfärbungen von Kryo-Gewebequerschnitten humaner Aorta nach
CFC und IFC. Die gelbe Färbung weist HLA-DR+ Zellen (weiße Pfeile) sowohl in der Tunica intima als auch
in der Tunica media nach. In der Tunica media zeigen die elastischen Fasern eine grüne Autofluoreszenz. Zell-
kerne wurden mit DAPI angefärbt (weiß). Die Maßstabsbalken entsprechen 100 µm.
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4.2.2 CFC induziert partiell zelluläre Nekrose und Apoptose
Auf Grund des Nachweises der verminderten metabolischen Aktivität im IFC-Gewebe wurde
die Vitalität des Aortengewebes genauer untersucht. In den folgenden Experimenten wurde
überprüft, ob die Konservierungsmethode einen Einfluss auf die Induktion von Nekrose oder
Apoptose in den Gewebezellen hat.
Durch die Bestimmung der Aktivität freigesetzter Lactatdehydrogenase (LDH) aus dem Ge-
webe können Rückschlüsse auf Zellmembranschädigungen, wie sie bei Nekrose stattfinden,
gezogen werden. Im CFC-Gewebe wurde eine hohe LDL-Aktivität nachgewiesen, wohinge-




























































Abbildung 17: Bestimmung nekrotischer und apoptotischer Ereignisse in humanem Aortengewebe nach
unterschiedlicher Konservierung
Die Induktion der Nekrose in Aortengewebe nach CFC, IFC und GA-Fixierung wurde über die LDH-Aktivität
(A) und die Induktion der Apoptose über die Aktivität der Caspasen-3 und -7 (B) bestimmt, nachdem die
Gewebestücke für 90 min in DMEM inkubiert wurden. Die Werte (LDH-Assay: n=4, Caspase-Assay: n=2-8)
wurden auf den Wert des Mediums normalisiert (=1, gestrichelte Linie) und sind als Mittelwert + SEM gezeigt.
Die Signifikanz wurde durch eine einseitige Varianzanalyse (Kruskal-Wallis-Test) und Dunn’s Post Test mit
*p < 0,05, **p < 0,01 bzw. für CFC vs. IFC durch den Mann-Whitney-Test mit # p < 0,05, ## p < 0,01
ermittelt. C) Durch TUNEL-Färbung des Aortengewebes waren Zellkerne mit DNA-Fragmentierung (braun)
im CFC-Gewebe und in der mit DNase behandelten Positivkontrolle (PK) sichtbar (schwarze Pfeile). In der
Negativkontrolle (NK) und den anderen Gewebeschnitten konnte keine spezifische Färbung detektiert werden.
Die Maßstabsbalken entsprechen 75 µm.
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Daraus konnte geschlussfolgert werden, dass durch die CFC-Methode nekrotische Ereig-
nisse induziert wurden. Weiterhin wurde die Induktion der zellulären Apoptose untersucht.
Zum einen erfolgte die Bestimmung früher Ereignisse in der apototischen Signalkaskade
über die Aktivität der Enzyme Caspase-3 und -7. Hierbei zeigte CFC-Gewebe ebenfalls eine
signifikant höhere Caspase-Aktivität als IFC- oder GA-fixiertes Gewebe (Abb. 17B). Dies
deutet auf frühe zelluläre Apoptose vor allem im CFC-Gewebe hin. Zum anderen wurde die
Fragmentierung der DNA, ein späteres Ereignis in der Apoptosekaskade, histologisch mittels
TUNEL-Färbung nachgewiesen. Im CFC-Gewebe waren vereinzelt Zellkerne mit fragmen-
tierter DNA zu erkennen, was jedoch nicht bei IFC- oder GA-fixiertem Gewebe der Fall war.
Dies weist übereinstimmend zur ermittelten Caspase-Aktivität auf die Anwesenheit apopto-
tischer Zellen im CFC-Gewebe hin (Abb. 17C).
4.2.3 Die Gewebe-vermittelte Zytokinsekretion wird durch die
Konservierungsmethode moduliert
Zytokine und Chemokine spielen eine wichtige Rolle bei der Regulation der Immunantwort.
Vor allem ist dabei das Verhältnis pro-inflammatorischer Zytokine wie z.B. IL-6, MCP-1
oder IL-8 und anti-inflammatorischer Zytokine wie z.B. TGF-β oder IL-10 für die Rekru-
tierung und Aktivierung der Zellen des angeborenen und adaptiven Immunsystems entschei-
dend. Insofern war es wichtig zu untersuchen, welche Signalstoffe vom Aortengewebe nach
den unterschiedlichen Konservierungsmethoden abgegeben werden und in welchen Mengen
sie freigesetzt werden. Dazu wurden die Aortengewebestücke in DMEM inkubiert und an-
schließend das konditionierte Medium (KM) analysiert.
Für einen ersten Überblick erfolgte ein einmaliges Screening mittels Multiplex-Analyse
zur Bestimmung der Konzentration von 13 inflammatorischen Zytokinen und Chemokinen
(Abb. 18). Die Zytokine IL-1β , IFN-γ , TNF-α , IL-17 und IL-23 wurden in geringen Kon-
zentrationen von unter 30 pg/mL sowohl von CFC- als auch von IFC-Gewebe freigesetzt.
Hohe Konzentrationen der Zytokine MCP-1, IL-6, IL-8 und IL-33 konnten im KM des CFC-
Gewebes, aber nur im geringen Umfang im KM des IFC-Gewebes nachgewiesen werden. Es
zeigte sich, dass IL-10 in geringen Mengen von weniger als 2 pg/mL von CFC- und von IFC-
Gewebe sezerniert wurde. Das Niveau aller analysierten Zytokine für GA-fixiertes Gewebe
war ebenso sehr gering bzw. nicht detektierbar. Die Zytokine IFN-α2, IL-12 (p70) und IL-18
wurden analysiert, konnten jedoch nicht nachgewiesen werden (Daten nicht gezeigt).
Weiterführend ergab die Bestimmung der Zytokine MCP-1, IL-6 und IL-10 mittels ELISA
im KM der konservierten Aortengewebe nach einer zweitägigen Kulturphase, dass CFC-
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Abbildung 18: Übersicht freigesetzter Zytokine und Chemokine aus humanem Aortengewebe
CFC-, IFC-, und GA-fixierte Aortengewebe wurden einen Tag in DMEM inkubiert. Die Bestimmung der Zy-
tokinkonzentrationen in konditioniertem Medium erfolgte einmalig als Screening mittels Multiplex-Analyse
(n=1).
Gewebe signifikant erhöhte Mengen an MCP-1 und IL-6 freisetzte (Abb. 19A+B). IL-10
zeigte nach 2 Tagen höhere Werte für CFC- und IFC-Gewebe als nach einem Tag, jedoch
ohne signifikanten Unterschied zwischen diesen beiden Kryokonservierungsmethoden. Die
IL-10-Freisetzung von GA-fixiertem Gewebe blieb generell auf einem sehr geringen Niveau
(Abb. 19C).
Abschließend sollte untersucht werden, ob die Zytokine kontinuierlich über einen längeren
Zeitraum aktiv von den Zellen des Aortengewebes sezerniert werden. Dazu wurden die Ge-
webestücke über 6 Tage inkubiert, die Zytokinkonzentration an jedem Tag mittels ELISA
bestimmt und die absolute Zytokinmenge pro Gewebestück berechnet. Sowohl für MCP-1
als auch für IL-6 war über die Zeit ein Anstieg, d.h. eine Akkumulation der freigesetzten
Zytokinmenge im KM von CFC-Gewebe zu detektieren (Abb. 19D+E). In der Kultur des
IFC- und GA-fixierten Gewebes blieb die Menge der sekretierten Zytokine hingegen auf
dem niedrigen Niveau konstant bzw. verringerte sich über die Zeit.
Durch die Konservierungsmethode wird demzufolge das Profil der vom Aortengewebe frei-
gesetzten Zytokine und Chemokine verändert. Dabei wurden von GA-fixiertem Gewebe fast
keine der analysierten Zytokine mehr sezerniert. IFC-behandeltes Gewebe zeigte vornehm-
lich geringere Zytokinkonzentrationen im Vergleich zu CFC-Gewebe.
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Abbildung 19: Freigesetzte Zytokine und Chemokine aus humanem Aortengewebe nach unterschiedli-
cher Konservierung
CFC-, IFC- und GA-fixierte Aortengewebe wurden 2 Tage in DMEM inkubiert. Die Konzentration von MCP-1
(A), IL-6 (B) und IL-10 (C) wurde in konditioniertem Medium mittels ELISA bestimmt. Die Werte (n=4-8)
sind als Mittelwert + SEM gezeigt. Die Signifikanz wurde durch eine einseitige Varianzanalyse (Kruskal-
Wallis-Test) und Dunn’s Post Test mit *p < 0,05, **p < 0,01, ***p < 0,001 bzw. für CFC vs. IFC durch den
Mann-Whitney-Test mit # p < 0,05, ## p < 0,01 ermittelt. Die Kinetik des freigesetzten MCP-1 (D) und IL-6
(E) wurde über 6 Tage analysiert, indem an den Tagen 1-6 die Zytokinkonzentration im konditionierten Medi-
um mittels ELISA bestimmt und auf die Menge pro Gewebestück berechnet wurde. Die Werte (n=2) sind als
Mittelwert ± SEM gezeigt.
4.2.3.1 TGF-β1 wird durch IFC partiell aktiviert
TGF-β gehört zu den Zytokinen, welche in der Regulation der Wundheilung und Gewebe-
regeneration von besonderem Interesse sind. TGF-β ist in den meisten Geweben vorhan-
den, wo es vor allem an die extrazelluläre Matrix gebunden vorliegt [151]. Das Zytokin
tritt in drei Isoformen auf, wobei TGF-β1 die vorherrschende Rolle in der Immunregula-
tion einnimmt [152]. TGF-β1 liegt vorrangig als inaktiver Komplex vor, in welchem es an
das Latency-Associated Protein (LAP) gebundenen ist. Erst durch Aktivierung wird TGF-β1
freigesetzt und kann als biologisch aktive Form agieren. Die Summe der aktiven und inak-
tiven TGF-β1-Formen stellt das Gesamt-TGF-β1 dar. Um das Gesamt-TGF-β1 im KM des
Aortengewebes bestimmen zu können, musste zunächst eine Ansäuerung der Proben erfol-
gen. Dadurch fand eine vollständige Überführung des an das LAP-gebundenen, inaktiven
TGF-β1 in die aktive Form statt.
CFC-Gewebe zeigte eine signifikant höhere Freisetzung von Gesamt-TGF-β1 im Vergleich
zu IFC- oder GA-fixiertem Gewebe (Abb. 20A). Interessanterweise war dieses Verteilungs-
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muster nicht bei der aktiven Form des TGF-β1 wiederzufinden. Hier waren im KM des IFC-
Gewebes signifikant höhere Konzentrationen des aktiven TGF-β1 zu finden (Abb. 20B). Bei
dem Vergleich der freigesetzten Mengen von aktivem und gesamtem TGF-β1 ist hervorzuhe-
ben, dass das Niveau des vom IFC-Gewebe freigesetzten, aktiven TGF-β1 (61± 22 pg/mL)
in etwa dem Niveau des vom IFC-Gewebe freigesetzten Gesamt-TGF-β1 (86± 24 pg/mL)
entsprach. TGF-β1 lag demnach im KM des IFC-Gewebes überwiegend in der biologisch
aktiven Form vor, wohingegen beim CFC-Gewebe der Großteil des TGF-β1 in der inaktiven
Form vorlag. GA-fixiertes Gewebe sekretierte hingegen nur sehr geringe Mengen an aktivem
und inaktivem TGF-β1.
Analog zu den oben genannten Zytokinen wurde auch die Kinetik des TGF-β1 in den Ge-
webekulturen über 6 Tage analysiert. Für das Gesamt-TGF-β1 konnte ein Anstieg über die
Zeit, d.h. eine Akkumulation der freigesetzten Zytokinmenge im KM vom CFC-Gewebe be-
obachtet werden (Abb. 20C). Im KM des IFC- und GA-fixierten Gewebes blieb die Menge
konstant auf einem niedrigen Niveau. Ebenso blieb die Menge des aktiven TGF-β1, welches
aus dem IFC-Gewebe freigesetzt wurde, auf einem gleichbleibenden Niveau (Abb. 20D).
Die Menge des sekretierten aktiven TGF-β1 aus dem CFC- und GA-Gewebe stieg ebenfalls
nicht über die Zeit an, sondern verblieb auf dem sehr niedrigen Ausgangsniveau.
Wie bereits erwähnt, ist im ELISA für die Aktivierung des inaktiven TGF-β1 ein Ansäue-
rungsschritt nötig. Dieser Prozess findet ebenso unter physiologischen Bedingungen im Ge-
webe statt. TGF-β1 kann durch eine Veränderung des pH-Wertes, aber auch durch oxidative,
enzymatische oder mechanische Vorgänge aktiviert und vom LAP getrennt werden [153].
Im folgenden Schritt wurde geprüft, ob die Komponenten der IFC-Lösung VS83 oder des
CFC-Einfriermediums eine Aktivierung von inaktivem TGF-β1 auslösen können. Dazu wur-
de KM des CFC-Gewebes (CFC-KM), welches nachweislich hohe Konzentrationen von
TGF-β1 in der LAP-gebundenen, inaktiven Form enthält (siehe Abb. 20), während der Durch-
führung des ELISAs statt mit der Ansäuerungs-Lösung (Bestandteil des ELISA-Kits) mit
Komponenten des IFC- und CFC-Einfriermediums inkubiert. 25 % 1,2-Propandiol, 21 %
Formamid und 36 % DMSO, wie sie anteilig in der IFC-Lösung VS83 enthalten sind, akti-
vierten jeweils 0,6±0,3 %, 7,9± 3,3 %, und 16,3± 3,4 % des inaktiven TGF-β1, wobei der
Ansäuerungsschritt des ELISA-Standardprotokolls einer 100 %-igen Aktivierung entsprach
(Abb. 21). Hingegen aktivierten 10 % DMSO, wie es im CFC-Medium enthalten ist, nur
1,1± 0,3 % des TGF-β1.
Die Untersuchungen zum TGF-β1 im unterschiedlich konservierten Aortengewebe zeigten
also, dass Komponenten der IFC-Lösung VS83 die Kapazität haben, TGF-β1 zum Teil in
die aktive Form zu überführen.
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Abbildung 20: Freigesetztes TGF-β1 aus humanem Aortengewebe nach unterschiedlicher Konservie-
rung
CFC-, IFC- und GA-fixierte Aortengewebe wurden 2 Tage in DMEM inkubiert. Die Konzentration von
Gesamt-TGF-β1 (A) und aktivem TGF-β1 (B) wurde in konditioniertem Medium mittels ELISA bestimmt.
Die Werte (n=8) sind als Mittelwert + SEM gezeigt. Die Signifikanz wurde durch eine einseitige Varianzanaly-
se (Kruskal-Wallis-Test) und Dunn’s Post Test mit *p < 0,05, **p < 0,01, ***p < 0,001 ermittelt. Die Kinetik
des freigesetzten Gesamt-TGF-β1 (C) und aktiven TGF-β1 (D) wurde über 6 Tage analysiert, indem an den
Tagen 1-6 die Zytokinkonzentration im Gewebe-konditionierten Medium mittels ELISA bestimmt und auf die





































































Abbildung 21: TGF-β1-Aktivierung durch Komponenten des IFC- und CFC-Einfriermediums
Die Menge an aktivem TGF-β1 wurde in konditioniertem Medium (KM) von CFC-Aortengewebe mittels
ELISA bestimmt. Dem Standard-ELISA-Protokoll folgend, wurden die Proben angesäuert, um inaktives, LAP-
gebundenes TGF-β1 zu aktivieren (Ansäuerung). Die Menge des durch Ansäuerung aktivierten TGF-β1 in
CFC-Gewebe-konditioniertem Medium wurde 100 % gesetzt. Ohne Ansäuerung konnte nur bereits aktives
TGF-β1 detektiert werden (< 1 %). Weiterhin sind die prozentualen Anteile an aktiviertem TGF-β1 durch
die Komponenten der IFC-Lösung VS83 (25 % 1,2-Propandiol, 21 % Formamid und 36 % DMSO) und der




4.2.4 Untersuchungen zu Immunglobulin-Ablagerungen
Im Zuge von krankhaften Veränderungen der Aorta, z.B. beim Aneurysma, wie es bei den
Aortengewebespendern diagnostiziert worden war, kann es zu Ablagerungen von Immunglo-
bulinen im oder auf dem Gewebe kommen [154–156]. Die angelagerten Immunglobuline
(Ig) der Klassen M oder G können die Aktivierung des Immunsystems zur Folge haben, wie
es im Rahmen dieser Arbeit in In-vitro-Assays analysiert wurde (siehe Abschnitt 4.3).
Aus diesem Grund sollte zunächst untersucht werden, inwieweit nach den unterschiedlichen
Konservierungsmethoden IgM oder IgG an der Aorta der Gewebespender, speziell an der
Gefäßinnenseite, vorhanden ist.
Die immunhistochemische Färbung ergab, dass bei der Mehrheit der analysierten Aortenge-
webe weder nach CFC, IFC oder GA-Fixierung IgG auf der Oberfläche nachweisbar war.
Nur bei vorheriger Inkubation des Aortengewebes mit humanem IgG (Positivkontrolle, PK)
konnte das Immunglobulin detektiert werden (Abb. 22). Lediglich bei einigen wenigen Ge-
webespendern konnte in der Aorta angelagertes IgG und IgM nachgewiesen werden, jedoch
ohne Unterschiede zwischen CFC, IFC oder GA-Fixierung in der semi-quantitativen Analy-















Abbildung 22: IgG-Ablagerungen auf humanem Aortengewebe
A) Gezeigt sind repräsentative immunhistochemische IgG-Anfärbungen von Kryo-Gewebequerschnitten hu-
maner Aorta nach CFC, IFC und GA-Fixierung. Es sind die Gefäßinnenwand (Tunica intima) und Abschnitte
der Tunica media der Aorta sichtbar. B) Als Positivkontrolle (PK) erfolgte eine vorherige Inkubation des Ge-
webes mit humanem aggregiertem IgG (schwarze Pfeile). Bei der Negativkontrolle erfolgte die Färbung ohne




humaner Aortengewebe in vitro
4.3.1 Überprüfung des Endotoxingehalts
Endotoxin ist ein Bestandteil der äußeren Zellmembran gramnegativer Bakterien. Es aktiviert
Immunzellen in vitro und in vivo und gehört damit zu den stärksten Pyrogenen (fiebererzeu-
gende Substanzen). Für immunologische Assays sollten daher alle Probenmaterialien und
Reagenzien auf Endotoxin getestet sein und eine hinreichend geringe Konzentration an En-
dotoxin und Pyrogenen enthalten, sodass eine Verfälschung der Ergebnisse ausgeschlossen
werden kann.
Die CFC-, IFC- und GA-fixierten humanen Aortengewebestücke wurden nach dem Auftau-
und Waschprozess stichprobenartig mittels verschiedener Nachweismethoden auf ihren En-
dotoxingehalt getestet. Der LAL- und der EndoZyme-Test sind dabei zwei sehr sensitive
Testsysteme zum Nachweis von Endotoxin. Beide Methoden weisen jedoch lediglich das
Vorhandensein von Endotoxin nach, aber nicht den daraus resultierenden biologischen Ef-
fekt. Der MAT hingegen bildet die Reaktion humaner Immunzellen (Freisetzung von TNF-α)
auf Pyrogene ab und kann somit eine Aussage über die mögliche stattfindende Immunreak-
tion im Menschen geben. Neben LPS können auch andere Pyrogene die Freisetzung von
TNF-α auslösen, womit der MAT auch Nicht-Endotoxin-Pyrogene erfasst.
Mittels LAL-Test wurden 3 Spendergewebe getestet (Abb. 23A). Die CFC-Gewebe zeig-
ten eine Endotoxinbelastung von 1,33± 0,3 EU/mL. Diese Werte wurden durch Extrapola-
tion berechnet, da sie oberhalb des letzten Wertes der linearen Standardkurve lagen. Die
Endotoxinbelastung der IFC- bzw. GA-fixierten Gewebe betrug weniger als 0,05 EU/mL
bzw. 0,5 EU/mL. Mit dem EndoZyme-Test wurden zu einem späteren Zeitpunkt zwei wei-
tere Spendergewebe getestet (Abb. 23B). Hierbei lag die Endotoxinbelastung für die zwei
CFC-Gewebe unter 1,5 EU/mL und für IFC- und GA-fixiertes Gewebe unter 1 EU/mL.
Um die biologischen Effekte einer möglichen Endotoxinkontamination zu testen, wurden
7 Spendergewebe im MAT untersucht. Weil bei den MATs unterschiedliche Immunzellspen-
der verwendet wurden, kam es zu starken inter-experimentellen Schwankungen der detek-
tierten TNF-α-Konzentrationen (Abb. 23C). Zur besseren Veranschaulichung der Ergebnisse
wurden die Werte deshalb auf die jeweilige Positivkontrolle (PK, Stimulation mit 100 ng/mL
LPS) normalisiert (Abb. 23D). Die CFC-Gewebe induzierten eine Freisetzung von durch-














































































Abbildung 23: Bestimmung des Endotoxingehalts in humanem Aortengewebe nach unterschiedlicher
Konservierung unter Verwendung unabhängiger Testsysteme
Endotoxin wurde im konditionierten Medium von CFC-, IFC- und GA-fixiertem Aortengewebe mittels LAL-
Test (A) und EndoZyme-Test (B) bestimmt. Neben den Einzelwerten (LAL-Test: n=3, EndoZyme-Test: n=2)
sind die Mittelwerte dargestellt. C) Humane PBMCs wurden für 24 h mit konditioniertem Medium von Aor-
tengewebe nach CFC, IFC und GA-Fixierung stimuliert und die Freisetzung von TNF-α wurde mittels ELISA
bestimmt (MAT; Monozyten-Aktivierungs-Test). Als Positivkontrolle (PK) wurden PBMCs mit 100 ng/mL
LPS stimuliert und als Negativkontrolle (NK) ohne zusätzlichen Stimulus kultiviert. Zu den Einzelwerten (n=7
für die Proben, n=4 für PK und NK) sind die Mittelwerte dargestellt. D) Die Einzelwerte des MAT wurden auf
Grund der hohen inter-experimentellen Schwankung, auf die PK des jeweiligen Experiments normalisiert (=1)
und sind als Mittelwert + SEM gezeigt.
Jedoch blieb dieser Wert noch deutlich unter dem Level der Positivkontrolle. Das Niveau der
TNF-α-Konzentrationen, welches durch IFC- oder GA-fixiertes Gewebe induziert wurde,
lag unter dem der Negativkontrolle.
Basierend auf dem Wissen, dass humane CFC-Aortengewebe eine minimale Endotoxinbe-
lastung aufweisen können, die jedoch keinen maßgeblichen Einfluss auf die Immunreaktion
in vitro hat und dass IFC- und GA-fixierte Aortengewebe nicht Endotoxin belastet sind, wur-
den alle nachfolgenden funktionellen immunologischen Untersuchungen durchgeführt.
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4.3.2 Das Komplementsystem wird unabhängig von der
Konservierungsmethode aktiviert
Das Komplementsystem, bestehend aus einer Kaskade von Enzymen, hat eine initiale Funk-
tion beim Beginn der Immunantwort. Implantate adsorbieren Proteine von Pathogenen oder
humane Plasmaproteine, welche nachfolgend das Komplementsystem aktivieren können.
Das Protein C4 spielt eine zentrale Rolle im klassischen und alternativen Weg der Kom-
plementaktivierung. Es bindet an die Oberfläche von Zellen oder Geweben und wird ge-
spalten, wodurch der weitere Verlauf der Komplementkaskade vorangetrieben wird. Aus
diesem Grund ist die Anlagerung von C4 am Gewebe ein Indikator für die Komplementak-
tivierung. Zur experimentellen Untersuchung wurde dazu das unterschiedlich konservierte
humane Aortengewebe mit humanem Plasma inkubiert. Anschließend erfolgte eine histolo-
gische Untersuchung der C4-Anlagerung mittels Immunfluoreszenzfärbung. Eine vorherige
Inkubation der Aortengewebestücke mit aggregiertem humanem IgG, einem Aktivator des
klassischen Wegs, diente als Positivkontrolle [157].
In Abb. 24A ist zu erkennen, dass nach Inkubation mit humanem Plasma C4 am Geweberand





Abbildung 24: Komplementaktivierung durch humanes Aortengewebe nach unterschiedlicher Konser-
vierung
Humane Aortengewebe wurden 30 min mit humanem Plasma inkubiert und die Anlagerung des Komple-
mentfaktors C4 analysiert. A) Gezeigt sind repräsentative Immunfluoreszenzfärbungen von Aortengewebe-
Kryoschnitten nach CFC, IFC und GA-Fixierung. Die Färbung von humanem C4 (pink) weist die Anlagerung
des Komplementfaktors nach. B) Als Positivkontrolle (PK) erfolgte eine vorherige Inkubation des Gewebes mit
humanem aggregierten IgG. Als Negativkontrolle wurden die Gewebe mit PBS anstelle von humanem Plasma
inkubiert. Zellkerne wurden mit DAPI gegengefärbt (blau). Die Maßstabsbalken entsprechen 400 µm.
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Semi-quantitativ war kein Unterschied zwischen den Proben zu erkennen. Die Positivkon-
trolle (PK) zeigte ebenfalls eine starke C4-Anlagerung, wohingegen sich im Fall der Ne-
gativkontrolle (NK), bei der das Gewebe in PBS inkubiert wurde, nachweislich kein C4
angelagert hatte (Abb. 24B). Das Komplementsystem wurde demnach durch humanes Aor-
tengewebe aktiviert, unabhängig davon, welche Konservierungsmethode zuvor angewandt
wurde.
4.3.3 Immunzellen zeigen eine verringerte Migration zu
IFC-Gewebe
Lösliche Faktoren, wie Zytokine und Chemokine, aber auch DAMPs, locken Immunzellen
aus der Blutbahn in das Gewebe. Im Folgenden sollte untersucht werden, inwieweit das Mi-
grationsverhalten von PMNs, Monozyten und T-Zellen durch konditioniertes Medium (KM)
unterschiedlich konservierter Aortengewebe verändert wird (Abb. 25).
Die humanen Immunzellen wurden dazu in Diätmedium auf die Oberseite einer porösen
Membran eines Chemotaxissystems gesät. Auf der gegenüberliegenden Seite im unteren
Well diente konditioniertes Diätmedium von CFC-, IFC- und GA-fixiertem Aortengewebe
als Attractant. In der Negativkontrolle (NK) wurde Diätmedium verwendet, sodass hier kein
chemotaktischer Gradient vorlag und die Anzahl migrierter Zellen der ungerichteten, zufäl-
ligen Zellmigration entsprach. Nach 3 h wurden die migrierten Immunzellen gezählt, wobei
sowohl Zellen im unteren Well des Chemotaxissystems als auch die an der Membranunter-
seite haftenden Zellen erfasst wurden.
Von den untersuchten Immunzellen wiesen PMNs generell das größte Migrationspotential
auf, T-Zellen zeigten hingegen kaum ein gerichtetes Migrationsverhalten (Abb. 25). Es mi-
grierten signifikant mehr PMNs zum KM von CFC-Gewebe als zu dem von IFC-Gewebe
oder der Negativkontrolle. Ebenso zeigten PMNs eine signifikant erhöhte Migration zum
konditionierten Medium des GA-fixierten Gewebes verglichen zu IFC-Gewebe. Die Anzahl
der migrierten PMNs zum IFC-Gewebe-KM entsprach in etwa der ungerichteten, zufälligen
Migration der Negativkontrolle (Abb. 25A). Monozyten zeigten zwar prinzipiell ein gerin-
geres Migrationspotential als PMNs, aber ein vergleichbares Reaktionsprofil, d.h. in einer
starken Tendenz migrierten mehr Monozyten zum CFC-Gewebe-KM als zur Negativkontrol-
le. Außerdem wurden Monozyten signifikant stärker vom KM des CFC- und GA-fixierten
Gewebes angelockt als von IFC-Gewebe-KM. Es migrierten sogar signifikant weniger Mo-
nozyten zum IFC-Gewebe als zur Negativkontrolle (Abb. 25B). Nur wenige T-Zellen mi-
grierten gerichtet zu den KMs der Gewebe. Es zeigte sich zwar auch hier die Tendenz, dass
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mehr T-Zellen von CFC- und GA-fixiertem Gewebe angelockt werden, als von IFC-Gewebe,
jedoch erreichten die Werte keine statistische Signifikanz (Abb. 25C).
Neben den Aortengewebe-KMs dienten die humanen Zytokine IL-8, IL-6, MCP-1 und ein
Mix dieser drei Zytokine als Attractant in den Kontrollansätzen (Abb. 25D-F). Zusätzlich
diente das KM einer mit αCD3/CD28-stimulierten PBMC-Kultur als Positivkontrolle (PK).


































































































































































Abbildung 25: Migrationsverhalten humaner Immunzellen induziert durch lösliche Gewebefaktoren
PMNs, Monozyten (CD14+) und T-Zellen (CD3+) wurden aus humanem Frischblut isoliert. Jeweils 30.000
Zellen wurden in Diätmedium auf die Oberseite einer porösen Membran eines Chemotaxissystems gesät. Kon-
ditioniertes Diätmedium (KM) von CFC-, IFC- und GA-fixiertem Aortengewebe diente als Attractant (A-C).
Konditioniertes Medium einer mit αCD3/CD28-stimulierten PBMC-Kultur diente als Positivkontrolle (PK),
Diätmedium allein als Negativkontrolle (NK). Zusätzlich wurden auch humanes IL-8, IL-6, MCP-1 und ein
Gemisch dieser drei Zytokine (Mix) als weitere Kontrollen verwendet (D-F). Nach 3 h wurde die Anzahl mi-
grierter PMNs (A+D), Monozyten (B+E) und T-Zellen (C+F) analysiert. Die Anzahl migrierter Zellen umfasst
Zellen auf der Membranunterseite und Zellen im unteren Well. Die Werte (n=2-5, 3 Replikate pro Experiment)
sind als Mittelwert + SEM gezeigt. Die Signifikanzen für das Aortengewebe-konditionierte Medium wurde
durch eine einseitige Varianzanalyse (Kruskal-Wallis-Test) und Dunn’s Post Test mit *p < 0,05, **p < 0,01,
***p < 0,001 ermittelt. Die Signifikanzen bei den Kontrollen zwischen der NK und den jeweiligen Stimuli wur-
den durch den Mann-Whitney-Test mit # p < 0,05 ## p < 0,01,### p < 0,001, bezogen auf die NK, ermittelt.
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Für PMNs und Monozyten war jeweils die Positivkontrolle das stärkste Attractant. Wei-
terhin führten auch die Zytokine IL-8, IL-6 und MCP-1 zu einer signifikanten Induktion der
von PMN- und Monozytenmigration. Keiner der Kontrollen induzierte hingegen eine signifi-
kant erhöhte T-Zellmigration. Prinzipiell fiel auf, dass ein Zusammenspiel mehrerer löslicher
Faktoren, wie sie in den Aortengewebe-KMs, der Positivkontrolle oder dem Zytokinmix vor-
handen sind, eine stärkere Migration von Immunzellen hervorrief, als einzelne Faktoren.
Die Migration humaner Immunzellen wurde demzufolge von freigesetzten Faktoren des
CFC- und GA-fixierten Aortengewebes induziert. Lösliche Faktoren des IFC-Gewebes lock-
ten hingegen nicht mehr Immunzellen als die Negativkontrolle an.
4.3.4 Einfluss auf die Aktivierung humaner PMNs
4.3.4.1 Etablierung des PMN-Aktivierungs-Assays
PMNs (Granulozyten) bilden die erste Front der zellulären Immunantwort. Bei Infektionen,
Gewebsschädigung oder Implantationen werden sie aus dem Blut ins Gewebe rekrutiert und
aktiviert. Dabei beträgt die Lebenszeit der aktivierten PMNs sowohl in vivo als auch in vitro
nur einige Stunden. Dennoch ist diese Aktivierung entscheidend für den weiteren Verlauf der
Immunantwort, da PMNs Zytokine und Chemokine zur Anlockung weiterer Immunzellen,
wie Monozyten und Makrophagen, sezernieren. Um den Aktivierungsstatus von PMNs in
vitro einschätzen zu können, war es zunächst Ziel, ein Panel für die Charakterisierung der
Oberflächenmoleküle zu etablieren, da hierfür keine Kenntnis einer optimalen Markerkombi-
nation vorlag. Dazu wurden PMNs aus humanem Frischblut isoliert, sofort nach der Isolation
in einer Zellkulturplatte ausgesät und mit den Aktivatoren LPS, TNF-α oder dem Tripep-
tid fMLP (Formyl-Methionyl-Leucyl-Phenylalanin) stimuliert bzw. ohne weiteren Stimulus
kultiviert. Nach 4 h erfolgte die Ernte und die durchflusszytometrische Analyse der Oberflä-
chenmarkerexpression (Zeitpunkt t4). Die Expression der Oberflächenmarker auf den PMNs
direkt nach der Isolation aus dem Blut wurde ebenfalls bestimmt (Zeitpunkt t0).
Die PMNs (t0 und t4) exprimierten CD16b, die für Neutrophile spezifische Isoform des Fcγ-
Rezeptors, das Integrin CD11b, die Membranproteine CD66b und CD63 sowie die Adhä-
sionsmoleküle CD43 und CD62L (Abb. 26A). Nach der vierstündigen Kulturdauer konn-
te bereits ein reduziertes Expressionsniveau der Adhäsionsmoleküle CD43 und CD62L auf
den unstimulierten Zellen beobachtet werden. Aus diesem Grund erfolgte bei der Analy-
se der Oberflächenmarker nach vierstündiger Stimulation stets eine Normalisierung auf die
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Abbildung 26: Expression der Oberflächenmarker von humanen PMNs nach Aktivierung
PMNs wurden aus Frischblut isoliert und sofort (t=0h) bzw. nach vierstündiger Kultur in vitro (t=4h) mit
human-spezifischen Antikörpern für CD16b, CD11b, CD66b, CD63, CD43 und CD62L gefärbt und anschlie-
ßend durchflusszytometrisch analysiert. A) Repräsentative FACS-Histogramme zeigen die Fluoreszenzintensi-
tät der Marker für unstimulierte PMNs direkt nach der Isolation (t=0h, rote Kurve) sowie nach Kultivierung in
der Zellkulturplatte (t=4h, grüne Kurve) im Vergleich zur ungefärbten Kontrolle (gestrichelte graue Kurve). B)
PMNs wurden für 4 h mit LPS, TNF-α oder fMLP stimuliert bzw. ohne weiteren Stimulus kultiviert (unstim.).
Die Oberflächenmarker wurden analysiert und die mittleren Fluoreszenzintensitäten (MFI) sind im Diagramm
dargestellt. Die Werte (n=6-14) wurden dabei auf die unstimulierten PMNs zum Zeitpunkt t0 normalisiert (=1,
gestrichelte Linie). Die Signifikanzen zwischen den unstim. und stimulierten Zellen wurden durch den Mann-
Whitney-Test mit # p < 0,05; ## p < 0,01 ### p < 0,001 bezogen auf die unstim. Kontrolle ermittelt.
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Die Aktivierung der PMNs für 4 h in vitro mit LPS oder TNF-α führte demnach zu ei-
ner signifikanten Verringerung der Expression der Oberflächenmarker CD16b, CD43 und
CD62L sowie zu einer erhöhten CD66b und CD63-Expression im Vergleich zur unstimulier-
ten Kontrolle (Abb. 26B). Der PMN-Aktivator fMLP führte ebenfalls zu einer signifikanten
Veränderung der CD66b-, CD43- und CD62L-Expression. LPS und TNF-α waren jedoch
die am stärksten aktivierenden Faktoren für PMNs. Der Oberflächenmarker CD11b zeigte
keine signifikante Veränderung durch die verschiedenen Aktivierungen.
Zusätzlich fand eine Analyse der sezernierten Zytokine und Chemokine der unstimulierten
sowie der 4 h-stimulierten PMNs statt (Abb. 27). Mip1-β und IL-8 wurden von unstimu-
lierten PMNs während der vierstündigen Kulturdauer auf einem basalen Niveau produziert.
Durch die Stimulation mit LPS oder TNF-α , jedoch nicht durch fMLP, erhöhte sich die
Konzentration von Mip1-β signifikant im konditionierten Medium (Abb. 27A). Die Sekre-
tion von IL-8 wurde ebenfalls durch LPS signifikant, und durch TNF-α und fMLP in der
Tendenz gesteigert (Abb. 27B). Unstimulierte PMNs produzierten kaum IL-6, jedoch führte
eine Stimulation mit LPS zu einem starken Anstieg der IL-6-Sekretion (Abb. 27C). IL-15
hingegen wurde nur in sehr geringen Mengen von PMNs sezerniert und von diesen Zel-
len unter Aktivierungsbedingungen nur leicht verstärkt ausgeschüttet (Abb. 27D). Wie auch
schon bei der Modulation der Oberflächenmoleküle ersichtlich wurde, führen vor allem LPS




































































Abbildung 27: Freigesetzte Zytokine und Chemokine von humanen PMNs nach Aktivierung
PMNs wurden aus Frischblut isoliert und für 4 h mit LPS, TNF-α oder fMLP stimuliert bzw. ohne weiteren
Stimulus kultiviert (unstim.). Die Konzentration von Mip1-β (A), IL-8 (B), IL-6 (C) und IL-15 (D) wurde in
konditioniertem Medium der PMN-Kulturen mittels ELISA bestimmt. Die Werte (n=3-5) sind als Mittelwert
+ SEM gezeigt. Die Signifikanzen zwischen den unstim. und stimulierten Zellen wurden durch den Mann-
Whitney-Test mit # p < 0,05, bezogen auf die unstim. Kontrolle, ermittelt.
76
KAPITEL 4. ERGEBNISSE
Zusammenfassend konnte aus diesen Versuchen geschlussfolgert werden, dass die Regulati-
on der Oberflächenmoleküle CD16b, CD66b, CD63, CD43 und CD62L sowie eine erhöhte
Sekretion von Mip1-β , IL-6 und IL-8 gute Marker zur Charakterisierung aktivierter PMNs
darstellen.
4.3.4.2 Die Methode zur Konservierung des Gewebes hat keinen Einfluss auf die
PMN-Aktivierung
Nach der Etablierung geeigneter Marker zur Charakterisierung aktivierter PMNs (siehe Ab-
schnitt 4.3.4.1), sollte nachfolgend untersucht werden, inwieweit unterschiedlich konservier-
te humane Aortengewebe einen Einfluss auf die Aktivierung humaner PMNs haben.
Dafür wurde im Rahmen dieser Arbeit ein spezielles Assay-Design für die Immunzell-
Kokultur in vitro mit dem Aortengewebe entwickelt (Abb. 28). Um konkret den Einfluss
der konservierten Gewebe auf die Immunzellen zu untersuchen, wurden die Zellen direkt
auf dem Aortengewebe kultiviert.
Humane PMNs wurden dazu aus Frischblut isoliert und auf dem Gewebe ausgesät (Sche-
ma siehe Abb. 28A). Zuvor erfolgte mit Hilfe eines Silikonringes eine Fixierung der CFC-,
IFC- oder GA-behandelten Aortengewebestücke am Boden des Zellkulturwells, wodurch der
direkte Kontakt der PMNs mit der Gewebeoberfläche (Seite der Gefäßinnenwand, Tunica in-
tima) sichergestellt wurde (Abb. 28B). Nach 4 h wurde das konditionierte Medium für nach-
folgende Versuche mit Monozyten abgenommen (siehe Abschnitt 4.3.4.3) und die PMNs
wurden vom Gewebe geerntet, um deren Oberflächenmoleküle durchflusszytometrisch zu
analysieren. Es wurde ebenfalls stets die Expression der Oberflächenmoleküle der frisch iso-
lierten PMNs (t0) bestimmt. Eine Analyse der sezernierten Zytokine zur Bestimmung des
PMN-Aktivierungsstatus in den PMN-Gewebe-Kokulturen erfolgte jedoch nicht, da in vor-
angegangen Untersuchungen gezeigt wurde, dass vom Aortengewebe selbst Zytokine und
Chemokine freigesetzt werden (Abbildung 18 und 19) und demnach eine Diskriminierung
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Abbildung 28: Experimentelles Design der PMN-Aktivierung auf humanem Aortengewebe
A) PMNs wurden mittels Dichtegradientenzentrifugation aus humanem Frischblut isoliert und auf der Seite der
Gefäßinnenwand des Aortengewebes ausgesät. Außerdem erfolgte eine sofortige (t0) Färbung und Analyse der
Expression charakteristischer Oberflächenmoleküle mittels Durchflusszytometrie (FACS). B) Die Aortenge-
webestücke wurden zuvor nach definierten Protokollen für CFC, IFC oder GA-Fixierung konserviert, entspre-
chend der Konservierungsmethode gelagert (-160 °C, -80 °C, 4 °C), aufgetaut bzw. gewaschen und anschlie-
ßend in Zellkulturmedium in eine Zellkulturplatte überführt. Mittels eines Silikonringes wurde das Aortenge-
webe am Boden des Zellkulturwells fixiert. Dies ermöglichte den direkten Kontakt der PMNs mit der Gewe-
beoberfläche. Nach einer vierstündigen Kokultur wurde das konditionierte Medium für folgende Monozyten-
Assays abgenommen, die PMNs geerntet und die Expression der Oberflächenmoleküle mittels FACS unter-
sucht.
Die Analyse der Oberflächenmarker der PMNs zeigte, dass sich keine signifikanten Unter-
schiede in der Expression der Marker auf den PMNs nach vierstündiger Kokultur auf unter-
schiedlich konserviertem Aortengewebe ergaben (Abb. 29). Es konnte dennoch eine in der
Tendenz leichte Erhöhung des Aktivierungsmarkers CD66b auf PMNs nach Kultivierung
auf Aortengewebe, im Vergleich zum Kontrollansatz auf der Zellkulturplatte (Ko), festge-
stellt werden, wobei GA-fixiertes Gewebe die stärkste Erhöhung der Expression hervorrief
(Abb. 29D). Damit ging eine tendenzielle Verringerung der Expression der Aktivierungs-
marker CD43 und CD62L auf den Gewebe-kokultivierten PMNs im Vergleich zur Kontrolle
einher (Abb. 29E+F).
Es fand demnach eine generelle schwache Aktivierung der PMNs durch die Kultivierung auf
Aortengewebe statt, jedoch hatte die Art der Konservierungsmethode des Gewebes keinen

















































































































































































CFC IFC GA Ko Ungefärbte PMNs
Abbildung 29: Expression der Aktivierungsmarker von PMNs nach Kokultur auf humanen Aortenge-
weben nach unterschiedlicher Konservierung
Frisch isolierte PMNs wurden für 4 h auf CFC-, IFC- oder GA-fixiertem Aortengewebe und parallel im Kon-
trollansatz (Ko) auf der Zellkulturplatte kultiviert. Anschließend wurden die PMNs geerntet, mit human-
spezifischen Antikörpern für CD16b (A), CD11b (B), CD63 (C) sowie die Aktivierungsmarker CD66b
(D) CD43 (E) und CD62L (F) gefärbt und mittels Durchflusszytometrie analysiert. Repräsentative FACS-
Histogramme (links) zeigen die Fluoreszenzintensität der Marker für PMNs nach Kultivierung auf CFC-
Gewebe (dunkelgrau Kurve), IFC-Gewebe (blaue Kurve), GA-fixiertem Gewebe (hellgraue Kurve) und der Ko
(grüne gefüllte Kurve). Die graue gestrichelte Kurve bildet die ungefärbte Kontrolle ab. In einem zusammenfas-
senden Diagramm (rechts) sind die mittleren Fluoreszenzintensitäten (MFI) dargestellt. Die Werte (n=8-10) des
Zeitpunkts t4 wurden dabei auf die unstimulierten PMNs zum Zeitpunkt t0 normalisiert (=1, gestrichelte Linie),
der Mittelwert ist als Linie gezeigt. Die statistische Testung mittels einseitiger Varianzanalyse (Kruskal-Wallis-
Test) und Dunn’s Post Test bzw. für CFC vs. IFC durch den Mann-Whitney-Test ergab keine Signifikanzen.
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4.3.4.3 Charakterisierung des Monozytenphänotyps nach Stimulation mit
löslichen Faktoren einer PMN-Gewebe-Kokultur
Wie zuvor beschrieben besteht, die Hauptaufgabe der PMNs nach der Extravasion ins Ge-
webe darin, Monozyten anzulocken und Makrophagen zu aktivieren. Die Monozyten und
Makrophagen wiederum phaygozytieren apoptotische PMNs und andere Zellen und initiie-
ren weitere Schritte der Immunreaktion. Entsprechend der sezernierten Faktoren der umge-
benden Zellen und dem Zustand der EZM kommt es so im weiteren Verlauf zur chronischen
Entzündung, Wundheilung oder Fibrosierung.
Um die Interaktion der PMNs mit den Monozyten in vitro nachzustellen, wurde im folgenden
Versuch die Beeinflussung der Monozyten durch sekretierte Faktoren der PMNs nach Kokul-
tur auf dem Aortengewebe (siehe Abschnitt 4.3.4.2) untersucht. Dazu wurden humane Mo-
nozyten mit dem konditionierten Medium (KM) der vierstündigen PMN-Gewebe-Kokultur
(PMN+Gewebe-KM) für 2 Tage kultiviert und anschließend durchflusszytometrisch unter-
sucht. Zusätzlich wurden Monozyten mit 4-h-KM von unterschiedlich konserviertem Aor-
tengewebe,ohne PMN-Kokultur, kultiviert (Ø Gewebe-KM), um den Einfluss der allein vom
Gewebe sezernierten Faktoren von dem der PMNs abgrenzen zu können (Abb. 30A). Als
Kontrolle wurden die Monozyten einerseits mit KM der auf der Zellkulturplatte kultivierten
PMNs (Ko PMN-Gewebe-KM) und andererseits nur in Zellkulturmedium (Ko Ø Gewebe-
KM) kultiviert.
Die Analyse der Oberflächenmarker ergab, dass sich die Expression des Monozytenmarkers
CD14 (LPS-Rezeptor) im Vergleich zur Kontrolle (Ko) signifikant erhöhte, wenn die Mono-
zyten entweder mit KM der PMN-CFC-Gewebe-Kokultur oder mit KM des CFC-Gewebes
allein kultiviert wurden (Abb. 30B). KM von IFC- oder GA-fixiertem Gewebe beeinflusste
die CD14-Expression im Bezug auf die Kontrolle nicht, weder von der PMN-Kokultur- noch
vom Ø Gewebe-Setting. Ein vergleichbares Muster war auch für den Fcγ-Rezeptor CD16
und den Scavenger-Rezeptor CD163 zu beobachten (Abb. 30C+D). Interessanterweise führ-
te hierbei jedoch ausschließlich die Stimulation mit dem KM des Ø CFC-Gewebes zu einem
signifikanten Anstieg der Markerexpression. Wenn zuvor PMNs auf dem CFC-Gewebe ko-
kultiviert wurden, veränderte sich die CD16- oder CD163-Expression auf den Monozyten
nicht. Dies spiegelte sich auch in der Analyse des prozentualen Anteils der CD14++ CD16–
sowie der CD14++ CD16+ Monozyten wider. Durch den Einfluss des Ø CFC-Gewebe-KM
erhöhte sich der Anteil der CD14++ CD16+ Fraktion stark im Vergleich zur Kontrolle, je-
doch hatte das KM der PMN-CFC-Gewebe-Kokultur keinen Einfluss auf die Verteilung der



























































































































































Abbildung 30: Einfluss löslicher Faktoren der PMN-Gewebe-Kokultur auf Monozyten
A) Von der vierstündigen PMN-Kokultur auf CFC-, IFC- oder GA-fixiertem Aortengewebe bzw. dem PMN-
Kontrollansatz auf der Zellkulturplatte (Ko) (siehe Abschnitt 4.3.4.2) wurde konditioniertes Medium (KM)
abgenommen und Monozyten wurden darin für 2 Tage kultiviert (PMN+Gewebe-KM). Parallel dazu wurden
Monozyten mit KM von CFC-, IFC- oder GA-fixiertem Aortengewebe bzw. Zellkulturmedium (Ko) kulti-
viert (Ø Gewebe-KM). Die Monozyten wurden enzymatisch geerntet, mit human-spezifischen Antikörpern für
CD14 (B), CD16 (C), CD163 (D) und HLA-DR (E) gefärbt und mittels Durchflusszytometrie (FACS) ana-
lysiert. Dargestellt sind die mittleren Fluoreszenzintensitäten (MFI) für alle analysierten Marker. Die Werte
(n=6) wurden auf die ungefärbte Kontrolle normalisiert (=1, gestrichelte Linie) und sind als Mittelwert + SEM
gezeigt. Die Signifikanz wurde durch eine mehrfaktorielle Varianzanalyse mit *p < 0,05, **p < 0,01, ***p <
0,001 ermittelt.
Das MHC-Klasse-II-Molekül HLA-DR zeigte eine signifikante Verringerung in der Expres-
sion auf Monozyten, sowohl durch eine Stimulation mit KM der PMN-IFC-Gewebe- und
PMN-GA-Gewebe-Kokultur als auch mit dem KM des IFC- und GA-Gewebes allein. Auch
im Vergleich zur Stimulation mit PMN-CFC-Gewebe-KM war die Expression von HLA-DR
auf Monozyten, welche mit dem KM der PMN-IFC-Gewebe-Kokultur stimuliert wurden,
signifikant reduziert (Abb. 30E).
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Für alle auf den Monozyten untersuchten Marker war stets ein vergleichbares Expressions-
niveau zwischen den beiden Kontroll-Settings zu verzeichnen (Kultivierung mit KM des
PMN-Kontrollansatzes auf der Zellkulturplatte vs. Kultivierung mit Zellkulturmedium).
Es zeigte sich demnach, dass die löslichen Faktoren von unstimulierten PMNs (Ko) keinen
Effekt auf den Phänotyp der Monozyten hatten. PMNs nach Kultivierung auf unterschied-
lich konserviertem Aortengewebe hingegen sezernierten Faktoren, welche den Phänotyp von
Monozyten partiell beeinflussen (vorrangig CD14 und HLA-DR). Jedoch hatte insbesondere
das KM des CFC-Gewebes allein einen stärkeren Einfluss auf die Monozyten als das KM
der PMN-CFC-Gewebe-Kokultur (vgl. Marker CD16 und CD163). Dies deutet auf eine Art
Gegenregulation zu den CFC-Gewebe-Faktoren durch die kokultivierten PMNs hin.
4.3.5 Einfluss auf die Polarisation humaner Makrophagen
4.3.5.1 Etablierung des Makrophagen-Polarisations-Assays
Makrophagen können durch biologisch aktive Faktoren aus der unmittelbaren Umgebung
unterschiedlich polarisiert werden und je nach Stimulus einen eher pro-inflammatorischen
M1-Phänotyp oder anti-inflammatorischen M2-Phänotyp annehmen.
Humane Monozyten (CD14+) wurden über 7 Tage mit Makrophagenkolonien-stimulieren-
dem Faktor (engl.: Macrophage-Colony Stimulating Factor, M-CSF) zu Makrophagen dif-
ferenziert und für weitere 2 Tage polarisiert. Eine Stimulation mit LPS und IFN-γ brachte
den M1-Phänotyp hervor, eine Stimulation mit IL-4 bzw. mit IL-10 führte zu einem M2a-
bzw. M2c-Phänotyp. Makrophagen ohne weiteren Polarisationsstimulus wurden als M0-
Makrophagen bezeichnet. Wie in den lichtmikroskopischen Bildern der Makrophagenkultu-
ren zu erkennen ist, war das Erscheinungsbild humaner Makrophagen in vitro sehr heterogen
(Abb. 31).
Unter den M1-Makrophagen waren vermehrt elongierte, spindelförmige Zellen zu finden,
hingegen zeigten M0- und M2-Makrophagen eher die typische „Spiegelei“-Form. Allein
anhand der Morphologie war jedoch keine Zuordnung zu einer der Subgruppen der Ma-
krophagen möglich. In der Literatur waren für polarisierte Makrophagen vielfältige Marker
beschrieben, jedoch basierten diese meist auf mRNA-Expressionsdaten oder trafen nur für
das murine System zu [123, 124, 158]. Ziel war es deshalb, ein Panel geeigneter Oberflä-
chenmarker zu etablieren, um humane Makrophagen unterschiedlicher Polarisation mittels
durchflusszytometrischer Verfahren charakterisieren zu können.
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M0 M1 M2a M2c
Abbildung 31: Morphologie polarisierter humaner Makrophagen in vitro
Gezeigt sind lichtmikroskopische Aufnahmen polarisierter Makrophagen. Monozyten (CD14+) wurden mit M-
CSF für 7 Tage zu M0-Makrophagen differenziert. Eine Stimulation mit LPS und IFN-γ führte zum M1-Typ,
mit IL-4 bzw IL-10 zum M2a- bzw. M2c-Typ. Weiße Pfeile zeigen auf elongierte Zellen (vor allem beim
M1-Phänotyp zu beobachten). Die Maßstabsbalken entsprechen 200 µm.
Zur Charakterisierung der Makrophagen wurde die Expression der Oberflächenmoleküle
CD14, CD16, CD163, CD206, CD80 und HLA-DR bestimmt (Abb. 32).
Im Verlauf des Differenzierungsprozesses von Monozyten zu M0-Makrophagen vermin-
derte sich die Expressionsdichte des LPS-Rezeptors und Monozyten/Makrophagenmarkers
CD14 (Daten nicht gezeigt). Durch die anschließende Polarisation erniedrigte sich die CD14-
Expression auf M2a-Makrophagen weiter, erhöhte sich jedoch auf M2c-Makrophagen leicht,
wodurch sich ein signifikanter Unterschied in der CD14-Expression zwischen dem M2a-
und M2c-Phänotyp ergab (Abb. 32A). Die Expression des Makrophagenmarkers CD16 (Fcγ-
Rezeptor) verringerte sich ebenfalls leicht bei einer Polarisation zum M2a-Phänotyp (Abb. 32
B). M1-Makrophagen zeigten eine signifikante Hochregulierung des Kostimulationsmole-
küls CD80 und des MHC-Klasse-II-Moleküls HLA-DR im Vergleich zu M0- und M2-Makro-
phagen (Abb. 32C+D). Der Mannoserezeptor CD206 war im Vergleich zu M1-Makrophagen
bei M2a-Makrophagen signifikant erhöht (Abb. 32E). Für den Scavenger-Rezeptor CD163
war generell nur ein geringes Expressionsniveau mit einer im Trend leichten Erhöhung dieses
Markers bei der M2c-Polarisation nachweisbar (Abb. 32F).
Neben den Oberflächenmarkern wurde außerdem die Zytokinproduktion unterschiedlich po-
larisierter humaner Makrophagen untersucht (Abb. 33). Eine TNF-α- und IL-6-Sekretion
erfolgte lediglich durch M1-Makrophagen in signifikant erhöhten Konzentrationen gegen-
über M0 bzw. M2-Makrophagen (Abb. 33A+B). MCP-1 wurde generell von Makrophagen
in großen Mengen freigesetzt, aber auch hierbei zeigten M1-Makrophagen signifikant höhe-
re Werte im Vergleich zum M0- und M2a-Phänotyp (Abb. 33C). Das anti-inflammatorische
Zytokin IL-10 wurde ebenfalls von allen Makrophagen sezerniert, wobei auch hierbei M1-
Makrophagen die signifikant höchsten Konzentrationen freisetzten (Abb. 33D). Für M2c-
Makrophagen sind im Diagramm keine Werte aufgeführt, da IL-10 zur Polarisation genutzt
wurde und somit bereits im Medium vorhanden war.
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Zusammenfassend lässt sich aus diesen Etablierungsversuchen schlussfolgern, dass die Ober-
flächenmoleküle CD80 und HLA-DR sowie die Zytokine TNF-α , IL-6 und MCP-1 eindeuti-
ge Marker zur Charakterisierung des M1-Phänotyps darstellen. Eine erhöhte Expression des
Oberflächenmoleküls CD206 zeigt eine Verschiebung zum M2a-Phänotyp an, wohingegen
































































































Abbildung 32: Expression der Oberflächenmarker von polarisierten humanen Makrophagen
Monozyten (CD14+) wurden mit M-CSF für 7 Tage zu Makrophagen differenziert. Anschließend erfolgte ei-
ne zweitägige Polarisation mit LPS und IFN-γ zum M1-Typ und mit IL-4 bzw. mit IL-10 zum M2a- bzw.
M2c-Typ. Unstimulierte Makrophagen wurden als M0 bezeichnet. Nach einer enzymatischen Ernte folgte die
Färbung mit human-spezifischen Antikörpern für CD14 (A), CD16 (B), die M1-Polarisationsmarker CD80 (C)
und HLA-DR (D) sowie für die M2-Polarisationsmarker CD206 (E) und CD163 (F) und anschließende Ana-
lyse mittels Durchflusszytometrie. Die mittleren Fluoreszenzintensitäten (MFI) sind als Mittelwert + SEM für
n=7-10 Werte dargestellt. Die gestrichelte Linie entspricht dem MFI der ungefärbten Kontrolle. Die Signifikanz
wurde durch eine einseitige Varianzanalyse (Kruskal-Wallis-Test) und Dunn’s Post Test mit *p < 0,05, **p <




































































Abbildung 33: Freigesetzte Zytokine und Chemokine polarisierter humaner Makrophagen
Monozyten (CD14+) wurden mit M-CSF für 7 Tage zu Makrophagen differenziert. Anschließend erfolgte ei-
ne zweitägige Polarisation mit LPS und IFN-γ zum M1-Typ und mit IL-4 bzw. mit IL-10 zum M2a- bzw.
M2c-Typ. Unstimulierte Makrophagen wurden als M0 bezeichnet. Die Konzentration von TNF-α (A), IL-6
(B), MCP-1 (C) und IL-10 (D) wurde im konditionierten Medium der Kulturen mittels ELISA bestimmt. Die
Werte (n=2-10) sind als Mittelwert + SEM gezeigt. Die Signifikanz wurde durch eine einseitige Varianzanalyse
(Kruskal-Wallis-Test) und Dunn’s Post Test mit *p < 0,05, ***p < 0,001 ermittelt.
4.3.5.2 CFC und IFC verhindern eine M1-Polarisation
Auf Grundlage der Etablierung geeigneter Marker zur Einschätzung des Makrophagenphä-
notyps (siehe Abschnitt 4.3.5.1) wurde der Einfluss der Konservierungsmethode humaner
Aortengewebe auf die Makrophagenpolarisation untersucht. Das im Rahmen der Arbeit neu
entwickelte experimentelle Design der Untersuchungen ist Abb. 34 zu entnehmen. Humane
Monozyten (CD14+) wurden 7 Tage mit M-CSF zu Makrophagen differenziert und weite-
re 2 Tage zur Polarisation auf humanem Aortengewebe kultiviert (Abb. 34A). Es erfolgte
eine Fixierung der CFC-, IFC- oder GA-fixierten Aortengewebestücke am Boden des Zell-
kulturwells mit Hilfe eines Silikonringes, wodurch der direkte Kontakt der Makrophagen
mit der Gewebeoberfläche (Seite der Gefäßinnenwand, Tunica intima) gewährleistet wurde
(Abb. 34B). Abschließend wurden die phänotypischen Eigenschaften der Makrophagen auf
den unterschiedlich konservierten Aortengeweben durch eine elektronenmikroskopische und
durchflusszytometrische Analyse bestimmt. Wie auch schon als Limitation bei den Kokultur-
Experimenten von PMNs auf Aortengewebe begründet (siehe Seite 77), erfolgte keine Ana-
lyse der sezernierten Zytokine in der Makrophagen-Gewebe-Kokultur zur Charakterisierung
des Makrophagenphänotyps, da eine Unterscheidung der “Makrophagenzytokine“ von den




































Abbildung 34: Experimentelles Design der Makrophagen-Polarisation auf humanem Aortengewebe
A) Monozyten (CD14+) wurden mittels magnetischer Separation (MACS) aus humanen PBMCs isoliert, an-
schließend durch M-CSF Stimulation für 7 Tage zu Makrophagen in vitro differenziert und auf der Seite der
Gefäßinnenwand des Aortengewebes ausgesät. B) Die Aortengewebestücke wurden zuvor nach definierten
Protokollen für CFC, IFC oder GA-Fixierung konserviert, entsprechend der Konservierungsmethode gelagert
(-160°C, -80°C, 4°C), aufgetaut bzw. gewaschen und anschließend in Zellkulturmedium in eine Zellkulturplat-
te überführt. Mittels eines Silikonringes wurde das Aortengewebe am Boden des Zellkulturwells fixiert. Dies
ermöglichte den direkten Kontakt der Makrophagen mit der Gewebeoberfläche. Nach einer zweitägigen Kokul-
tur wurden die Gewebestücke mittels Rasterelektronenmikroskopie (REM) analysiert bzw. die Makrophagen
geerntet und die Expression charakteristischer Oberflächenmoleküle mittels Durchflusszytometrie (FACS) un-
tersucht.
Die elektronenmikrokopische Analyse der Makrophagen-Gewebe-Kokultur ergab, dass hu-
mane Makrophagen auf CFC- und IFC-Aortengewebe in vergleichbarer Quantität und Qua-
lität adhärieren (Abb. 35A-D, schwarze Pfeile). Es ist außerdem zu erkennen, dass die Ober-
flächenstruktur des Aortengewebes (Gefäßinnenwand) bei beiden Kryokonservierungsme-
thoden gut erhalten blieb, hingegen das Aortengewebe durch GA-Fixierung strukturell ver-
ändert war (Abb. 35E). Ebenso wirkte die Morphologie der Makrophagen auf GA-fixiertem
Gewebe unphysiologisch im Vergleich zu CFC- oder IFC-Gewebe (Abb. 35F). Die Makro-
phagen auf GA-fixiertem Gewebe zeigten nicht die typische Zellform mit langen Filopodien
und wirkten abgerundeter und geschrumpft im Vergleich zu den Makrophagen auf kryokon-
















Abbildung 35: Qualitative morphologische Untersuchung der Makrophagen nach Kokultur auf huma-
nem Aortengewebe mittels Rasterelektronenmikroskopie
Repräsentative elektronenmikroskopische Aufnahmen zeigen humane, adhärente Monozyten-abgeleitete Ma-
krophagen (schwarze Pfeile) nach zweitägiger Kokultur auf der Gefäßinnenseite humaner CFC- (A+B), IFC-




Die durchflusszytometrische Analyse der Oberflächenmoleküle ermöglichte eine spezifi-
schere Charakterisierung des Makrophagenphänotyps. Zusätzlich zur Kultivierung auf dem
CFC-, IFC- und GA-fixierten Aortengewebe wurden die Makrophagen parallel als Kontrolle
(Ko) auf der Zellkulturplatte kultiviert.
Generell regulierten Makrophagen, welche auf dem Aortengewebe kultiviert wurden, den
Makrophagenmarker CD14 im Vergleich zur Kontrolle hoch. Diese Erhöhung war für Ma-
krophagen nach Kultivierung auf CFC-Gewebe signifikant (Abb. 36A). Interessanterweise
exprimierten Makrophagen nach Kultivierung sowohl auf CFC-als auch auf IFC-Gewebe den
Fcγ-Rezeptor CD16 signifikant verstärkt im Vergleich zur Kultivierung auf GA-Gewebe. Vor
allem zeigten auf IFC-Gewebe kokultivierte Makrophagen eine gesteigerte CD16-Expression
(Abb. 36B).
Das Expressionsniveau der M1-Polarisationsmarker CD80 und HLA-DR auf den Makro-
phagen veränderte sich nicht durch die Kultivierung auf CFC- oder IFC-Gewebe, jedoch
erhöhte GA-fixiertes Gewebe tendenziell die HLA-DR-Expression auf den kokultivierten
Makrophagen (Abb. 36C+D). Die Expression des M2-Polarisationsmarkers CD206 stieg bei
Makrophagen nach Kultivierung auf CFC- oder IFC-Gewebe an und erniedrigte sich durch
die Kultivierung auf GA-fixiertem Gewebe im Vergleich zur Kontrolle. Dadurch ergab sich
ein signifikanter Unterschied in der CD206-Expression auf Makrophagen nach Kultivierung
auf Aortengewebe beider Kryokonservierungsmethoden gegenüber GA-fixiertem Gewebe
(Abb. 36E). Ebenso verringerte sich die Expression des M2-Markers CD163 auf Makropha-
gen, welche auf GA-fixiertem Gewebe kultiviert wurden, im Vergleich zu denen auf CFC-
Gewebe und der Kontrolle (Abb. 36F).
Da die Makrophagen grundsätzlich alle der untersuchten Polarisationsmarker in unterschied-
licher Stärke konstitutiv exprimierten, ist vor allem das Verhältnis der Markerexpression von
entscheidender Bedeutung, um eine Aussage zum vorherrschenden Makrophagenphänotyp
zu treffen. Aus diesem Grund wurde die Expression des M1-Markers CD80 in Relation zum
M2-Marker CD206 gesetzt. Hierbei zeigte sich, dass eine GA-Fixierung des Gewebes zu
einer Verschiebung in Richtung einer M1-Polarisation der Makrophagen führt, CFC- und
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Abbildung 36: Expression der Polarisationsmarker von Makrophagen nach Kokultur auf humanen Aor-
tengeweben nach unterschiedlicher Konservierung
Makrophagen wurden für 2 Tage auf CFC-, IFC- oder GA-fixiertem Aortengewebe und parallel im Kontroll-
ansatz (Ko) auf der Zellkulturplatte kultiviert. Anschließend wurden die Makrophagen enzymatisch geerntet,
mit human-spezifischen Antikörpern für CD14 (A), CD16 (B), die M1-Polarisationsmarker CD80 (C) und
HLA-DR (D) sowie für die M2-Polarisationsmarker CD206 (E) und CD163 (F) gefärbt und mittels Durchfluss-
zytometrie analysiert. Repräsentative FACS-Histogramme (links) zeigen die Fluoreszenzintensität der Marker
für Makrophagen nach Kultivierung auf CFC-Gewebe (dunkelgrau Kurve), IFC-Gewebe (blaue Kurve), GA-
fixiertem Gewebe (hellgraue Kurve) und Ko (grüne gefüllte Kurve). In einem zusammenfassenden Diagramm
(rechts) sind die mittleren Fluoreszenzintensitäten (MFI) dargestellt. Die Werte (n=10-11) wurden auf die un-
gefärbte Kontrolle normalisiert (=1, gestrichelte Linie), der Mittelwert ist als Linie gezeigt. Die Signifikanz
wurde durch eine einseitige Varianzanalyse (Kruskal-Wallis-Test) und Dunn’s Post Test mit *p < 0,05, **p
< 0,01, ***p < 0,001 bzw. für CFC vs. IFC durch den Mann-Whitney-Test mit # p < 0,05 ermittelt. G) Das
Verhältnis der MFI-Werte von CD80 zu CD206 ist dargestellt, wobei die MFIs hierbei auf die Ko normalisiert
wurden (=0). Werte im positiven Bereich zeigen eine Verschiebung in Richtung einer M1-Polarisation, Werte
im negativen Bereich in Richtung einer M2-Polarisation an. Die Werte sind als Mittelwert + SEM gezeigt. Die




4.3.5.3 Die Makrophagenpolarisation wird stärker durch direkten
Gewebekontakt als durch lösliche Faktoren beeinflusst
In einem weiterführenden Experiment sollte untersucht werden, inwieweit lösliche Fakto-
ren aus dem konservierten Aortengewebe einen Einfluss auf die Makrophagenpolarisation
haben. Dazu wurden die Makrophagen auf der Zellkulturplatte kultiviert und mit konditio-
niertem Medium (KM) von CFC-, IFC- und GA-fixiertem Aortengewebe stimuliert. Wie-
der erfolgte eine durchflusszytometrische Analyse der Expression der Oberflächenmoleküle
nach 2 Tagen.
Ähnlich wie für die Kultur auf dem Gewebe konnte eine Tendenz zur erhöhten CD14-
Expression auf Makrophagen, welche mit CFC-KM stimuliert wurden, beobachtet werden
(Abb. 37A). Jedoch veränderte sich, im Gegensatz zu den auf Gewebe kultivierten Makro-
phagen, die CD16-Expression unter keiner der getesteten KM-Varianten (Abb. 37B). Die
M1-Marker (CD80, HLA-DR) und M2-Marker (CD206, CD163) zeigten ebenfalls kaum Un-
terschiede im Expressionsniveau nach Stimulationen mit allen untersuchten KM-Varianten
(Abb. 37C-F). Tendenziell verringerte sich lediglich die HLA-DR-Expression bei CFC-KM-
stimulierten Makrophagen.
Das Verhältnis des M1-Markers CD80 zum M2-Marker CD206 zeigte, analog zur Makro-
phagenkultur auf dem Gewebe, eine leichte Verschiebung in Richtung einer M1-Polarisation
für Makrophagen, welche mit KM von GA-fixiertem Gewebe stimuliert wurden. Makro-
phagen unter CFC-KM und IFC-KM-Stimulation wiesen hingegen einen Trend zur M2-
Polarisation auf, jedoch waren diese Unterscheide nicht signifikant (Abb. 37G). Grund-
sätzlich war die Beeinflussung des Makrophagenphänotyps durch lösliche Gewebefaktoren
schwächer als die durch direkten Kontakt mit dem Aortengewebe (vorangegangenes Experi-
ment siehe Abb. 36).
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Abbildung 37: Expression der Polarisationsmarker von Makrophagen nach Stimulation mit konditio-
niertem Medium von humanem Aortengewebe nach unterschiedlicher Konservierung
Nach einer 6-tägigen Kultur von CFC-, IFC- und GA-fixiertem Aortengewebe wurde das konditionierte Medi-
um (KM) gewonnen. Makrophagen wurden für 2 Tage mit dem jeweiligen KM stimuliert. Parallel wurden unsti-
mulierte Makrophagen im Kontrollansatz (Ko) kultiviert. Anschließend wurden die Makrophagen enzymatisch
geerntet, mit human-spezifischen Antikörpern für CD14 (A) und CD16 (B), die M1-Polarisationsmarker CD80
(C) und HLA-DR (D) sowie für die M2-Polarisationsmarker CD206 (E) und CD163 (F) gefärbt und mittels
Durchflusszytometrie analysiert. Dargestellt sind die mittleren Fluoreszenzintensitäten (MFI). Die Werte (n=2)
wurden auf die ungefärbte Kontrolle normalisiert (=1, gestrichelte Linie), der Mittelwert + SEM ist gezeigt.
Eine einseitige Varianzanalyse (Kruskal-Wallis-Test) ergab keine Signifikanzen. Das Verhältnis der MFI-Werte
von CD80 zu CD206 ist in (G) dargestellt, wobei die MFIs hierbei auf die Ko normalisiert wurden (=0). Werte
im positiven Bereich zeigen eine Verschiebung in Richtung einer M1-Polarisation, Werte im negativen Bereich
in Richtung einer M2-Polarisation an. Die Werte sind als Mittelwert + SEM gezeigt.
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4.3.5.4 Mechanistische Untersuchungen zur TGF-β -Wirkung
Der Fokus der Arbeit lag auf dem Vergleich des Einflusses der beiden Kryokonservierungs-
methoden auf die Immunogenität des Aortengewebes. Bezüglich der Makrophagenpolari-
sation konnten hierbei keine nennenswerten Unterschiede zwischen CFC und IFC aufge-
zeigt werden (siehe Abschnitt 4.3.5.2). Den generellen Phänotyp der Makrophagen betrach-
tend, konnte hingegen eine verstärkte Expression der Marker CD14 und CD16 bei der Kul-
tivierung auf kryokonserviertem Aortengewebe beobachtet werden (siehe Abb. 36). Zusätz-
lich ergaben vorherige Analysen, dass IFC-Aortengewebe mehr aktives TGF-β1 freisetzt
als CFC-Gewebe (siehe Abb. 20). Interessanterweise finden sich in der Literatur Hinwei-
se darauf, dass die Moleküle CD14 und CD16 auf Makrophagen durch TGF-β reguliert
werden [137]. Ziel des folgenden Versuches war es daher, zu überprüfen, ob die erhöhte
CD16- bzw. CD14-Expression auf Makrophagen nach Kultivierung auf kryokonserviertem
Aortengewebe durch die Zugabe eines neutralisierenden Antikörpers (nAK) gegen TGF-β1
moduliert werden kann. Insbesondere sollte dabei geklärt werden, ob das aktive TGF-β1 aus
dem IFC-Aortengewebe für die signifikant erhöhte CD16-Expression der kokultivierten Ma-
krophagen verantwortlich ist. In Abb. 38 ist die Markerexpression der Makrophagen nach
Kultivierung auf CFC- und IFC-Aortengewebe sowie auf der Zellkulturplatte (Ko) jeweils
mit und ohne Zugabe des TGF-β -nAK abgebildet. In den genannten Kokulturen konnte je-








































































Abbildung 38: Expression der Makrophagenmarker CD14 und CD16 nach Kokultur auf humanem
CFC- und IFC-Aortengewebe unter Inhibition von TGF-β1
Makrophagen wurden für 2 Tage auf CFC- (A) oder IFC-Aortengewebe (B) und parallel im Kontrollansatz
(Ko) auf der Zellkulturplatte (C) kultiviert. Neben der unbehandelten Kultur (ausgefüllte Balken) erfolgte ei-
ne Behandlung mit einem neutralisierenden Antikörper gegen TGF-β1 (TGF-β -nAK, quergestreifte Balken).
Anschließend wurden die Makrophagen enzymatisch geerntet, mit human-spezifischen Antikörpern für CD14
und CD16 gefärbt und durchflusszytometrisch analysiert. Die Werte (n=3) wurden auf die ungefärbte Kon-
trolle normalisiert (=1, gestrichelte Linie), der Mittelwert + SEM ist gezeigt. Eine statistische Testung mittels




Im Trend zeigten Makrophagen in der CFC-Gewebe-Kokultur, welche mit dem TGF-β -nAK
behandelt wurden, eine leicht erniedrigte Expression sowohl von CD14 als auch von CD16
(Abb. 38A). Die CD14-Expression erhöhte sich hingegen minimal bei Makrophagen nach
Kultivierung auf IFC-Gewebe (Abb. 38B). Es zeigte sich außerdem, dass die Behandlung
mit dem TGF-β -nAK prinzipiell keinen Einfluss auf Makrophagen hatte, welche als Kon-
trollansatz auf der Zellkulturplatte kultiviert wurden (Abb. 38C).
Die Zugabe des neutralisierenden Antikörpers gegen TGF-β1 beeinflusste die Regulation
von CD14 und CD16 auf Makrophagen nach Kokultur mit kryokonserviertem Aortengewe-
be nicht. Durch diesen Versuch konnte demnach kein Nachweis über den direkten Zusam-
menhang zwischen der erhöhten Freisetzung an aktivem TGF-β1 aus dem IFC-Gewebe und
der beobachteten erhöhten CD16-Expression erbracht werden.
4.3.6 Einfluss auf die Aktivierung humaner T-Zellen
4.3.6.1 Lösliche Faktoren des CFC-Gewebes verstärken die Proliferation
Zur Abschätzung der adaptiven Immunantwort fand eine Analyse des Proliferationsverhal-
tens humaner T-Zellen statt. Es sollte herausgefunden werden, inwieweit lösliche Faktoren
des kryokonservierten Aortengewebes eine T-Zell-Antwort induzieren bzw. modulieren kön-
nen. CFSE-gefärbte PBMCs wurden dazu für 4 Tage mit konditioniertem Medium (KM)
von CFC- und IFC-Gewebe oder als Kontrolle (Ko) mit Zellkulturmedium inkubiert. Die
Proliferationsrate der CD4+ und CD8+ T-Zellen konnte dann anhand der Abschwächung des
CFSE-Fluoreszenzsignals bestimmt werden (Abb. 39). Die Experimente zur Untersuchung
der Induktion der Proliferation wurden ohne zusätzliche Aktivierung durchgeführt. Bei den
Experimenten zu Analyse der Modulation der Immunzellproliferation erfolgte, zusätzlich
zur Stimulation mit dem KM, eine basale Aktivierung mit einem αCD3-Antikörper.
Wie in Abb. 40 zu erkennen ist, führte weder die Stimulation mit KM vom CFC- noch vom
IFC-Gewebe zu einer Induktion der T-Zellproliferation (Abb. 40A+B). Lediglich im Kon-
trollansatz war durch die Stimulation mit αCD3 eine signifikante Erhöhung der Prolifera-











































Abbildung 39: Experimentelles Design zur Untersuchung der T-Zellproliferation und -aktivierung durch
konditioniertes Medium von CFC- und IFC- Aortengewebe
Aortengewebestücke wurden zuvor nach definierten Protokollen für CFC oder IFC konserviert, nach dem er-
neuten Auftauen in Zellkulturmedium für 6 Tage inkubiert und konditioniertes Medium (KM) der Gewebe-
kultur gewonnen. CFSE-gefärbte humane PBMCs wurden mit dem CFC-Gewebe- oder IFC-Gewebe-KM kul-
tiviert. A) Zur Überprüfung der Induktion der T-Zell-Proliferation erfolgte keine zusätzliche Stimulation der
PBMCs. B) Zur Überprüfung der Modulation der T-Zell-Proliferation erfolgte eine zusätzliche basale Akti-
vierung der PBMCs mit einem αCD3-Antikörper. Nach einer viertägigen Kulturdauer wurden die PBMCs
geerntet, die Proliferationsrate anhand der Abschwächung des CFSE-Fluoreszenzsignals und die Expression
charakteristischer Aktivierungsmarker mittels Durchflusszytometrie (FACS) bestimmt.
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Abbildung 40: Induktion der Proliferation humaner T-Zellen durch konditioniertes Medium von CFC-
und IFC-Gewebe
Humane CFSE-gefärbte PBMCs wurden mit konditioniertem Medium (KM) von CFC- und IFC-Gewebe inku-
biert. Als Kontrollansatz wurden die PBMCs in Zellkulturmedium inkubiert (Ko) oder als Positivkontrolle mit
αCD3 stimuliert. Nach 4 Tagen wurden die Zellen geerntet, mit human-spezifischen Antikörpern für T-Zell-
Subpopulationen gefärbt und mittels Durchflusszytometrie analysiert. Der prozentuale Anteil der proliferierten
CD4+ (A) und CD8+ (B) T-Zellen ist dargestellt. Die Werte (n=3) sind als Mittelwert + SEM gezeigt. Die
Signifikanz für Ko vs. αCD3 wurde durch den Mann-Whitney-Test mit ### p < 0,01 ermittelt.
Im nächsten Schritt sollte geprüft werden, ob die löslichen Faktoren des kryokonservierten
Aortengewebes ein kostimulatorisches Signal zur T-Zell-Proliferation liefern, da T-Zellen
zwei Signale zur Aktivierung benötigen. Im folgenden Assay sollte daher die Kapazität des
Aortengewebe-KMs zur Modulation der T-Zellproliferation untersucht werden.
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Hierfür wurde für die T-Zellen das erste Signal, welches zur ihrer Aktivierung nötig ist, durch
eine basale Stimulation mit αCD3 bereitgestellt. Erneut wurden CFSE-gefärbte PBMCs mit
KM von CFC- und IFC-Aortengewebe kultiviert und zusätzlich wurden alle Ansätze mit ei-
ner niedrigen Dosis αCD3 (12,5 ng/mL) stimuliert. Die alleinige αCD3-Stimulation diente
als Kontrolle (Ko), um die basale Proliferationsrate zu ermitteln. Das KM des CFC-Gewebes
steigerte die Proliferationsrate der CD4+ T-Zellen in der Kontrolle von 42,7 ± 10,2 % auf
76,4 ± 4,6 %. IFC-KM erhöhte die Proliferationsrate kaum (Abb. 41A). Ebenso war für
die CD8+ Population eine Steigerung der Proliferation durch CFC-KM von 52,5 ± 12,1 %
auf 71,4 ± 6,8 % zu verzeichnen (Abb. 41B). Die Proliferationsrate der CD8+ T-Zellen er-
niedrigte sich sogar durch das KM von IFC-Gewebe auf 41,9 ± 7,5 %. Lösliche Faktoren des
CFC-Gewebes, aber nicht des IFC-Gewebes liefern demnach ein zweites, kostimulatorisches







































































Abbildung 41: Modulation der Proliferation humaner T-Zellen durch konditioniertes Medium von CFC-
und IFC-Aortengewebe
Humane CFSE-gefärbte PBMCs wurden mit konditioniertem Medium (KM) von CFC- und IFC-Aortengewebe
bzw. als Kontrolle (Ko) mit Zellkulturmedium inkubiert. Bei allen drei Ansätzen erfolgte eine basale Sti-
mulation mit αCD3. Nach 4 Tagen wurden die Zellen geerntet, mit human-spezifischen Antikörpern für T-
Zell-Subpopulationen gefärbt und mittels Durchflusszytometrie analysiert. Repräsentative FACS-Histogramme
(links) zeigen die Proliferation (blaues Gate) von CD4+ (A) und CD8+ (B) T-Zellen in PBMC-Kulturen, welche
mit CFC-KM, IFC-KM oder Zellkulturmedium (Ko) kultiviert wurden (alle jeweils + αCD3). In einem zusam-
menfassenden Diagramm (rechts) sind die Einzelwerte aller Experimente (n=5-8) mit Mittelwert dargestellt.
Die Signifikanz wurde durch eine einseitige Varianzanalyse (Kruskal-Wallis-Test) mit *p< 0,05 ermittelt.
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4.3.6.2 Lösliche Faktoren des CFC-Gewebes induzieren eine erhöhte
T-Zellaktivierung
In denselben Experimenten aus Abschnitt 4.3.6.1, wurde neben der Proliferationsrate auch
der Aktivierungsstatus der T-Zellen in einer αCD3-stimulierten PBMC-Kultur unter dem
Einfluss löslicher Faktoren aus CFC- und IFC-Aortengewebe nach 4 Tagen untersucht. Dazu
wurden die Aktivierungsmarker CD25 und HLA-DR auf T-Zellen durchflusszytometrisch
analysiert.
Analog zur Proliferationsrate konnte sowohl bei CD4+ als auch CD8+ T-Zellen eine signi-
fikante Erhöhung der CD25-Expression unter dem Einfluss des KMs von CFC-Gewebe im
Vergleich zum IFC-KM beobachtet werden (Abb. 42A). Dabei war die CD25-Expression
unter dem Einfluss des CFC-KM auf CD4+ T-Zellen stärker als auf CD8+ T-Zellen.
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Abbildung 42: Aktivierung humaner T-Zellen durch konditioniertes Medium von CFC- und IFC-
Aortengewebe
Humane CFSE-gefärbte PBMCs wurden mit konditioniertem Medium (KM) von CFC- und IFC-
Aortengewebe, bzw. als Kontrolle (Ko) mit Zellkulturmedium inkubiert. Bei allen drei Ansätzen erfolgte eine
basale Stimulation mit αCD3. Nach 4 Tagen wurden die Zellen geerntet, mit human-spezifischen Antikörpern
für T-Zell-Subpopulationen CD4+ und CD8+ sowie für die Aktivierungsmarker CD25 (A) und HLA-DR (B)
gefärbt und mittels Durchflusszytometrie analysiert. Die Expressionen der Aktivierungsmarker auf CD4+ und
CD8+ T-Zellen in PBMC-Kulturen, welche mit CFC-KM, IFC-KM oder Zellkulturmedium (Ko) kultiviert wur-
den (alle jeweils + αCD3) sind als mittlere Fluoreszenzintensitäten (MFI) in den Diagrammen als Einzelwerte
aller Experimente (n=5-8) mit Mittelwert dargestellt. Die Signifikanz wurde durch eine einseitige Varianzana-
lyse (Kruskal-Wallis-Test) und Dunn’s Post Test mit *p < 0,05, ***p < 0,001 bzw. für CFC vs. IFC durch den
Mann-Whitney-Test mit # p < 0,05 ermittelt.
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HLA-DR ist ein Marker, welcher erst im späteren Verlauf der Aktivierung von T-Zellen ver-
stärkt exprimiert wird. Eine Expression von HLA-DR war auf beiden T-Zell-Subpopulationen
nach 4 Tagen zu verzeichnen, jedoch traten keine signifikanten Unterschiede zwischen den
Kulturbedingungen mit CFC-KM, IFC-KM und der Kontrolle auf (Abb. 42B). Lediglich im
Trend zeigte sich eine leichte Erhöhung von HLA-DR auf CD4+ T-Zellen unter dem Einfluss
der CFC-Gewebefaktoren im Vergleich zur IFC-Kultur und Kontrolle.
4.3.6.3 Regulatorische T-Zellen werden unabhängig von der
Kryokonservierungsmethode induziert
Wie in Abschnitt 4.3.6.2 beschrieben, wurde die Expression des Aktivierungsmarkers CD25
auf T-Zellen signifikant bzw. im Trend durch jeweils CFC- oder IFC-KM erhöht (siehe
Abb. 42). CD25 ist außerdem ein Marker, welcher bei hoher Expression (CD25high) als
Diskriminierungsmarker für die CD4+ Subpopulation der regulatorischen T-Zellen (Treg)
verwendet werden kann. Aus diesem Grund war das Ziel dieses Versuchs herauszufinden,
inwieweit KM von CFC- und IFC-Aortengewebe Treg induziert und ob hierbei Unterschie-
de zwischen den beiden Konservierungsmethoden bestehen. Dafür wurden PBMCs mit KM
von CFC- und IFC-Aortengewebe kultiviert und zusätzlich mit αCD3 sowie dem kostimula-
torischen Signal αCD28 aktiviert. Der alleinige αCD3/CD28-Stimulus diente als Kontrolle
(Ko). Nach 5 Tagen erfolgte die Zellernte und die Expression des Markers CD25 sowie des
Treg-Markers Forkhead Box Protein 3 (FoxP3) wurde auf der CD4+ Fraktion der T-Zellen
analysiert. CD4+ CD25high FoxP3+ T-Zellen wurden als Treg definiert und deren Anteil in
den PBMC-Kulturen bestimmt (Abb. 43A).
Es zeigte sich, dass bei T-Zellen, welche mit Aortengewebe-KM kultiviert wurden, ein signi-
fikant größerer Anteil an Treg nachgewiesen werden konnte, als in der Kontrolle (Abb. 43B).
Jedoch ergab sich kein Unterschied im Anteil der Treg zwischen den CFC-KM- und IFC-
KM-Kulturen. Die Kryokonservierungsmethode des Aortengewebes hatte demnach keinen
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Abbildung 43: Induktion regulatorischer T-Zellen (Treg) durch konditioniertes Medium von CFC- und
IFC-Aortengewebe
Humane PBMCs wurden mit konditioniertem Medium (KM) von CFC- und IFC-Aortengewebe, bzw. als
Kontrolle (Ko) mit Zellkulturmedium inkubiert. Bei allen drei Ansätzen erfolgte eine basale Aktivierung mit
αCD3/CD28. Nach 5 Tagen wurden die Zellen geerntet, mit human-spezifischen Antikörpern für den T-Zell-
Marker CD4 sowie den Aktivierungsmarker CD25 und den Treg-Marker FoxP3 gefärbt und mittels Durch-
flusszytometrie analysiert. A) Repräsentative FACS-Plots von CD4+ T-Zellen zeigen den Anteil an CD25high
FoxP3+ Zellen (blaues Gate) in PBMC-Kulturen, welche mit CFC-KM, IFC-KM oder Zellkulturmedium (Ko)
kultiviert wurden (alle jeweils + αCD3/28). B) In einem zusammenfassenden Diagramm sind die Einzelwerte
aller Experimente (n=5) mit Mittelwert dargestellt. Die Signifikanz wurde durch eine einseitige Varianzanalyse
(Kruskal-Wallis-Test) mit *p< 0,05 ermittelt.
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5 Diskussion
Kardiovaskuläre Erkrankungen, wie beispielsweise Atherosklerose, rheumatisches Fieber
oder Endokarditis können zu einer Zerstörung der Herzklappen oder Gefäße führen. Für
diese geschädigten Strukturen aber auch für Bypässe oder Dialyse-Shunts ist ein Gewebeer-
satz erforderlich [20, 24, 31, 32, 35]. Um eine bedarfsgerechte und zeitnahe Verfügbarkeit
sicherzustellen, werden zur Transplantation gewonnene Gewebe konserviert und in Bioban-
ken gelagert. Die Bereitstellung eines optimalen Ersatzes für geschädigte kardiovaskuläre
Gewebe, welcher alle Anforderungen hinsichtlich Hämodynamik und -kompatibilität, Im-
munogenität, Langzeitfunktionalität sowie der Lagerung und des Transports erfüllt, ist nach
wie vor ein ungelöstes Problem. Um all diese Bedürfnisse abzudecken, sind verbesserte Stra-
tegien und Technologien für die Konservierung von Geweben nötig. Erst kürzlich adressierte
ein internationales Konsortium diese Problematik und forderte, die Forschung im Bereich der
Konservierungsmethoden auszubauen und zu beschleunigen [159].
Im Rahmen dieser Arbeit wurde untersucht, inwiefern die Konservierungsmethode einen
Einfluss auf die Immunogenität humaner kardiovaskulärer Gewebe hat. Der Fokus lag hier-
bei auf dem Vergleich der konventionellen Kryokonservierung (CFC) mit der eisfreien Kryo-
konservierung (IFC). Während CFC derzeit den klinischen Standard für die Konservierung
kardiovaskulärer Allografts darstellt, ist IFC eine neu entwickelte Methode. Zusätzlich wur-
de Glutaraldehyd (GA) -fixiertes Gewebe untersucht, um die Ergebnisse in den Gesamtkon-
text der Gewebekonservierung einordnen zu können.
Für die Untersuchungen wurde humanes Aortengewebe als Modell für kardiovaskuläres Ge-
webe genutzt. Zunächst erfolgte eine Charakterisierung des Gewebes nach CFC, IFC oder
GA-Fixierung hinsichtlich seiner Struktur und seines Metabolismus. Nachfolgend wurde die
humane allogene Immunreaktion auf das konservierte Gewebe in vitro untersucht. Dazu wur-
den die Interaktionen humaner Immunzellen mit dem Gewebe bzw. mit den vom Gewebe
freigesetzten Faktoren in speziell dafür etablierten funktionellen In-vitro-Testsystemen ana-
lysiert, um die Mechanismen der zugrunde liegenden Immunantworten aufzuklären.
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5.1 Für die Beschaffenheit des Endothels und die
HLA-DR-Expression des Aortengewebes ist die Art
der Kryokonservierung nicht entscheidend
Humanes Aortengewebe diente bei allen Untersuchungen als „Proof-of-Principle“- Gewebe
für Herzklappen und Blutgefäße, da der strukturelle Aufbau dieser Gewebe vergleichbar ist.
Sowohl Herzklappen als auch Blutgefäße sind an den Kontaktzonen zum Blutstrom mit einer
Endothelzellschicht bedeckt. In den Gewebeschichten unterhalb des Endothels befinden sich
als dominierende Zelltypen in den Herzklappen die valvulären interstitiellen Zellen (VICs)
bzw. in den Blutgefäßen glatte Muskelzellen. Beide dieser fibroblastenartigen Zelltypen lie-
gen unter physiologischen Bedingungen im Ruhezustand vor und halten die Homöostase des
Gewebes aufrecht.
Im Zuge der Gewebecharakterisierung konnte die Endothelzellschicht auf dem Aortenge-
webe sowohl nach CFC als auch nach IFC durch den Marker CD31 nachgewiesen wer-
den. Bei den mittels Immunfluoreszenz analysierten Gewebeschnitten war die Endothelzell-
schicht jedoch teilweise nicht mehr durchgängig vorhanden. Huber et al. wiesen ebenfalls bei
porcinen Herzklappen nach CFC oder IFC nur eine diskontinuierliche Endothelzellschicht
nach [160]. Lupinetti et al. beschrieben den Vorgang der Kryokonservierung als Ursache für
den partiellen Verlust des Endothels bei humanen Allografts [161]. Denkbar ist aber auch,
dass die beobachteten Schädigungen des Endothels entweder während der Präparation der
Gewebeschnitte erfolgten oder sich bereits durch pathophysiologische Prozesse im Gewe-
bespender ereignet hatten. Weiterhin konnte im Rahmen der vorliegenden Arbeit sowohl
nach CFC als auch nach IFC das MHC-Klasse-II-Molekül HLA-DR im Gewebe nachge-
wiesen werden. Die Kenntnis der Anwesenheit von Endothelzellen und HLA-DR auf dem
Gewebe nach beiden untersuchten Kryokonservierungsmethoden ist im Hinblick auf Trans-
plantationen von CFC- oder IFC-Geweben bedeutsam. Auf der einen Seite ist ein intaktes
Endothel essentiell, um thrombotische Ereignisse zu verhindern [11, 84]. Auf der anderen
Seite sind Endothelzellen aber auch für die Immunogenität im allogenen Setting verant-
wortlich, da sie neben MHC-Klasse-II-Molekülen zur Antigenpräsentation auch kostimu-
latorische Moleküle, wie beispielsweise das Lymphozyten-Funktions-assoziierte-Antigen 3
(engl.: Lymphocyte Function-associated Antigen 3, LFA-3), OX40-L oder ICOS-L exprimie-
ren [162,163]. In vivo und in vitro konnte gezeigt werden, dass Endothelzellen aufgrund die-
ser Oberflächenmoleküle, CD4+ und CD8+ Gedächtnis-T-Zellen stimulieren können. Auf-
grund fehlender CD80-Expression sind sie jedoch nicht in der Lage, naive T-Zellen zu akti-
vieren [141,162,163]. Die Infiltration und Aktivierung von T-Zellen wird oft als Hauptgrund
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für die Rejektion und Zerstörung von Herzklappen-Allografts angesehen [162, 164]. Bezug-
nehmend auf Literaturangaben ist anzunehmen, dass das im Rahmen der Arbeit detektierte
HLA-DR in der Tunica media des Aortengewebes von den glatten Muskelzellen exprimiert
wurde [17]. Es ist jedoch bekannt, dass sowohl glatte Muskelzellen als auch VICs nicht in der
Lage sind, T-Zellen zu aktivieren, sondern deren Anergie induzieren [142, 165]. Im Gegen-
satz zu Endothelzellen, sind daher die glatten Muskelzellen der Tunica media nicht primär
für die Immunogenität von Allografts verantwortlich.
Aus der histologischen Charakterisierung kann abgeleitet werden, dass die Kryokonservie-
rungsmethode keinen Einfluss auf die Antigen-präsentierende und kostimulatorische Funk-
tion der Endothelzellen hat. Auch bei der Überprüfung der initialen Ereignisse der Komple-
mentaktivierung konnten keine Veränderungen durch die Art der Kryokonservierung festge-
stellt werden. Unabhängig von der Methode, fand stets eine Aktivierung des Komplement-
systems durch das Aortengewebe statt. Daher könnte im Hinblick auf eine allogene Immun-
reaktion in vivo angenommen werden, dass eine vergleichbare Antwort des Immunsystems
durch CFC- und IFC-Allografts initiiert würde. Interessanterweise wurde aber für implan-
tierte allogene IFC-Herzklappen im Schaf eine geringere Immunogenität im Vergleich zu
CFC-Herzklappen beobachtet, welche durch eine verminderte Infiltration von T-Zellen ge-
kennzeichnet war [51,53]. Demnach scheinen vor allem andere Faktoren als die Anwesenheit
von Endothelzellen und HLA-DR für die unterschiedliche Immunogenität der kardiovasku-
lären Gewebe nach CFC oder IFC verantwortlich zu sein. In der vorliegenden Arbeit wurden
deshalb weitere immunologische Mechanismen, insbesondere der angeborenen Immunant-
wort untersucht.
5.2 Herkömmliche Konservierungsmethoden wie CFC
und GA-Fixierung fördern die Immunogenität
kardiovaskulärer Transplantate
Die Konservierung kardiovaskulärer Allografts wird gegenwärtig mittels der CFC-Methode
durchgeführt. Für Xenografts wird vorrangig eine GA-Fixierung angewandt, vor allem um
neben der Konservierung auch eine Sterilisation zu erzielen und die Xeno-Immunogenität
zu reduzieren [24]. Beide Methoden werden bei Herzklappenprothesen für die klinische Ap-
plikation genutzt, jedoch weisen sowohl CFC-Allografts als auch GA-fixierte Xenografts
langfristig Veränderungen und Schädigungen des Gewebes aufgrund von Immunreaktio-
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nen auf, was zum Funktionsverlust und letztendlich zur Notwendigkeit einer Reoperation
führt [43, 57, 58].
Die Reaktion des humanen Immunsystems auf konservierte kardiovaskuläre Gewebe wurde
im Rahmen dieser Arbeit in vitro untersucht. Für die immunologischen Testungen in vitro
sollte jedoch vorher eine Endotoxinbelastung ausgeschlossen werden bzw. der Grad der Be-
lastung als „hinreichend gering“ definiert werden. Endotoxin bewirkt als PAMP in vitro und
in vivo eine starke Aktivierung von Immunzellen und somit wäre eine Diskriminierung zwi-
schen den Effekten des Endotoxins und denen des Gewebes per se nicht mehr möglich. In
zwei verschiedenen Testsystemen wurde für das Aortengewebe nach CFC eine minimale En-
dotoxinkonzentration im Bereich von 1-2 EU/mL festgestellt (Abschnitt 4.3.1). Laut Richt-
linie der Food and Drug Administration (FDA) der USA dürfen beispielsweise Medizinpro-
dukte, welche in Kontakt mit dem kardiovaskulären System kommen, den Grenzwert von
0,5 EU/mL Spülvolumen oder 20 EU/Medizinprodukt nicht überschreiten [166]. Als Spülvo-
lumen werden hierbei ca. 40 mL endotoxinfreies Wasser vorgeschlagen. Da die Aortengewe-
bestücke jedoch nur in 1 mL Flüssigkeit gespült wurden, kann davon ausgegangen werden,
dass die Endotoxinkonzentration der Gewebe in einem größeren Spülvolumen wesentlich ge-
ringer und somit unterhalb des Grenzwertes wäre. Im Monozyten-Aktivierungs-Test (MAT)
wurde die Aktivierung der Immunzellen anhand deren TNF-α-Freisetzung nach Stimula-
tion bestimmt. Dadurch ist eine bessere Einschätzung der biologischen Effekte durch En-
dotoxinkontaminationen möglich. Im MAT lag die durch CFC-Gewebe stimulierte TNF-α-
Freisetzung deutlich unter dem Niveau der Positivkontrolle. Somit wurde die Endotoxinbe-
lastung der zu untersuchenden CFC-Gewebe als „hinreichend gering“ definiert und folglich
als Auslöser für die beobachteten Immunreaktionen in den funktionellen Tests in vitro aus-
geschlossen.
Im Zuge der Gewebecharakterisierung konnte festgestellt werden, dass CFC die typische
Struktur des Aortengewebes erhält. Sowohl die Anordnung der elastischen Fasern als auch
die Zellkerne waren in den histologischen Färbungen des CFC-Gewebes nachweisbar (Ab-
schnitt 4.2.1). Nach GA-Fixierung wurde hingegen eine veränderte Struktur der EZM detek-
tiert. Auch in den elektronenmikroskopischen Aufnahmen war eine Veränderung der Ober-
fläche des Aortengewebes durch GA-Fixierung erkennbar, was mit hoher Wahrscheinlich-
keit auch zu dem veränderten morphologischen Erscheinungsbild der kokultivierten Ma-
krophagen geführt hat (Abschnitt 4.3.5.2). Veränderungen der EZM durch Cross-Linking
mittels GA sind ebenfalls in der Literatur beschrieben und werden als Ursache für Kalzi-
fikation und Transplantatzerstörung gewertet [56, 58, 59, 167]. Obwohl in der vorliegenden
Arbeit mittels Licht-, Fluoreszenz- und Rasterelektronenmikroskopie keine Schäden in der
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Gewebestruktur durch CFC festgestellt wurden, konnte durch hochauflösendere Methoden
bereits gezeigt werden, dass CFC die Fasern der EZM zerstört. So wiesen Multiphotonen-
und Frequenzverdopplungs (engl.: Second Harmonic Generation, SHG) -Mikroskopie sowie
Raman-Spektroskopie deutliche Veränderungen der Kollagen- und Elastinfasern in CFC-
Geweben nach, obwohl mit konventionellen histologischen und biochemischen Methoden
zunächst kein Unterschied zu nativem Gewebe detektiert wurde [44,45,51,53]. Verschiedene
Berichte weisen auf eine direkte Korrelation von EZM-Veränderungen und Kalzifikation von
Herzklappentransplantaten hin [168, 169]. Eine weitere Studie zeigte hingegen, dass die so-
genannte SynerGraft®-Technologie (CryoLife, Inc.) die strukturelle Integrität von Kollagen
und Elastin in Herzklappen-Allografts mittels einer Kombination aus Kryokonservierung
und Dezellularisierung erhält [170].
Durch CFC kam es weiterhin zum Zelltod im Gewebe (Abschnitt 4.2.2). Sowohl apoptoti-
sche als auch nekrotische Ereignisse wurden vornehmlich bei CFC-Aortengewebe detektiert.
Eine quantitative Beurteilung, ob in CFC-Gewebe Apoptose oder Nekrose einen größeren
Anteil aufweist, kann aus unseren Untersuchungen nicht erfolgen. Rendal-Vázquez et al.
zeigten jedoch, dass der Zelltod in kryokonservierten Herzklappen zum Großteil durch Ne-
krose vermittelt wird [171]. Im Zuge nekrotischer Prozesse werden intrazelluläre Molekü-
le freigesetzt. Mitochondriale Proteine, welche dem in Bakterien vorkommenden Tripep-
tid fMLP ähneln, sind beispielsweise intrazelluläre DAMPS und potente Chemoattractanten
sowie Aktivatoren für PMNs [172]. Weiterhin wird angenommen, dass durch die Bildung
von Eiskristallen während des CFC-Prozesses die Strukturen der EZM zerstört werden [47].
Bei einer EZM-Degradation können Peptidfragmente wie das N-Acetyl-Prolyl-Glycyl-Prolin
(PGP) entstehen, welches die Chemotaxis von PMNs befördert [99]. Darüber hinaus ist auch
Kollagen in der Lage, PMNs und Monozyten anzulocken [173, 174]. Die Vermutung liegt
daher nahe, dass intra- wie auch extrazelluläre DAMPs, die während des CFC-Prozesses aus
dem Gewebe freigesetzt werden, die Anlockung und Aktivierung von Immunzellen zur Folge
haben. Diese Hypothese unterstützend, wurde in dem von uns durchgeführten Chemotaxis-
Assay eine durch lösliche Faktoren des CFC-Gewebes induzierte erhöhte Migration von
PMNs und Monozyten festgestellt. Auch die freigesetzten Faktoren des GA-fixierten Ge-
webes, jedoch nicht des IFC-Gewebes, lockten verstärkt PMNs und Monozyten an.
Die Rekrutierung von PMNs und nachfolgend von Monozyten wird neben DAMPs vor-
nehmlich durch Chemokine und Zytokine befördert. PMNs reagieren vor allem auf IL-8
(CXCL8) und Monozyten auf MCP-1 (CCL2) oder IL-6, wie es die Daten des Chemota-
xis-Assays übereinstimmend mit Literaturangaben belegen [105]. IL-6 hat neben chemotak-
tischen Eigenschaften auch einen maßgeblichen Einfluss auf Kalzifikationsprozesse [175].
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CFC-Gewebe setzt verschiedene Zytokine und Chemokine frei, wobei vor allem eine starke
Sekretion von IL-8, MCP-1 und IL-6 auffällig war (Abschnitt 4.2.3). Bei weiterführenden
kinetischen Untersuchungen konnte festgestellt werden, dass auch über einen Zeitraum von
6 Tagen kontinuierlich MCP-1 und IL-6 von den CFC-Gewebestücken produziert wurden,
da diese Faktoren über die Zeit im Kulturmedium akkumulierten. Auch TGF-β1 wurde in
großen Mengen von CFC-Gewebe produziert, jedoch lag dieses vornehmlich in seiner inak-
tiven (gebundenen) Form vor. Man kann daraus ableiten, dass die Zellen des CFC-Gewebes
vital sind und aktiv Zytokine herstellen und freisetzen. Diese Erkenntnis wurde ebenfalls
durch die im MTS-Assay nachgewiesene hohe metabolische Aktivität des Aortengewebes
nach CFC bestätigt. IFC- und GA-fixierte Gewebe hingegen zeigten nur eine sehr geringe
metabolische Aktivität, was sich auch in der verminderten oder fehlenden Zytokinfreisetzung
widerspiegelte.
Obwohl die löslichen Faktoren aus dem CFC- und GA-fixierten Gewebe starke chemotak-
tische Attractanten für PMNs darstellen, konnte keine signifikant verstärkte Aktivierung
der PMNs in vitro festgestellt werden (Abschnitt 4.3.4.2). GA-fixiertes Gewebe bewirk-
te lediglich in der Tendenz eine stärkere Aktivierung der PMNs, was aus der Regulation
der Marker CD66b und CD62L abzuleiten war. In dem in dieser Arbeit etablierten PMN-
Aktivierungsassay zeigte sich nach vierstündiger Stimulation mit den Aktivatoren TNF-α ,
LPS oder dem Tripeptid fMLP beispielsweise eine Hochregulierung der Expression der
Oberflächenmarker CD66b und CD63 sowie eine Reduktion der CD62L- und CD43-Ex-
pression auf den PMNs. Es sei jedoch anzumerken, dass auch die Kontroll-PMNs ohne zu-
sätzliche Stimuli basal aktiviert wurden, was vermutlich im Isolations- und/oder Kultivie-
rungsprozess begründet liegt. Die im PMN-Aktivierungsassay in vitro untersuchten Oberflä-
chenmarker wurden zum Teil auch von Coughlan et al. im humanisierten Mausmodell für
die Analyse humaner PMNs genutzt [176] und sollen nachfolgend kurz beschrieben werden.
Eine Aktivierung des Rezeptors CD66b führt zur Sekretion des intrazellulär gespeicherten
IL-8 in PMNs und kennzeichnet somit einen frühen Status der PMN-Aktivierung [177]. Das
Tetraspanin CD63 ist nach Granula-Exozytose an der Oberfläche von PMNs zu finden und
damit ein Aktivierungsmarker, welche auf eine Degranulation der PMNs hinweist [178,179].
CD62L (L-Selectin) und CD43 (E-Selectin Ligand) sind beide in den Mechanismus der Ex-
travasation der PMNs involviert. Eine Reduktion des Expressionsniveaus deutet auf ein Ab-
spalten (Schedding) der Moleküle hin, was ein entscheidender Prozess für die Transmigration
und Aktivierung ist [176,178]. Die Daten aus der vorliegenden Arbeit zur PMN-Kultivierung
auf Aortengewebe nach CFC zeigten zwar keine Veränderungen der charakteristischen Ak-
tivierungsmarker im Vergleich zur Kontrolle (PMN-Kultivierung auf der Zellkulturplatte),
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jedoch bleibt zu untersuchen, ob in vivo eine Aktivierung der PMNs wirklich ausbleiben
würde.
Im Verlauf der Immunreaktion in vivo rekrutieren infiltrierte PMNs nachfolgend Monozy-
ten aus dem Blutstrom. Experimentell wurde dieses Szenario in vitro durch die Stimulati-
on von Monozyten mit löslichen Faktoren der PMN-Aortengewebe-Kokultur nachgestellt
(Abschnitt 4.3.4.3). Es zeigten sich jedoch nur geringe Modulationen des Monozytenphäno-
typs nach Stimulation mit den löslichen Faktoren der PMN-Aortengewebe-Kokulturen. Inter-
essanterweise hatten jedoch die löslichen Faktoren des CFC-Gewebes (ohne PMN-Kokultur)
einen signifikanten Einfluss auf die Expression der Moleküle CD16 und CD163. Damit ein-
hergehend konnte auch ein Anstieg der Fraktion des intermediären Monozytentyps (CD14++
CD16+), durch lösliche CFC-Gewebe-Faktoren festgestellt werden (Analyse nicht gezeigt).
Eine explizite Deutung dieses Ergebnisses bleibt offen, jedoch könnte der Prozess des IL-6-
trans-Signallings dafür verantwortlich sein. Es ist bekannt, dass PMNs nach Aktivierung
und beginnendem Zelltod den löslichen IL-6-Rezeptor (sIL-6R) von ihrer Oberfläche ab-
spalten [113,114]. An diesen kann das aus dem CFC-Gewebe freigesetzte IL-6 binden. Wei-
terhin ist beschrieben, dass Endothelzellen in der Lage sind, diesen IL-6-sIL6R-Komplex zu
binden und stimuliert zu werden, was sich in der Sekretion von MCP-1 äußert [115,116]. Es
ist anzunehmen, dass dieser Mechanismus in der PMN-CFC-Gewebe-Kokultur stattgefun-
den hat und somit stark erhöhte MCP-1-Konzentrationen im konditionierten Medium vor-
handen waren. Die hohe MCP-1-Konzentration im konditionierten Medium der PMN-CFC-
Gewebe-Kokultur kann als positiver Feedback-Loop zur vermehrten Expression des MCP-1-
Rezeptors CCR2 auf Monozyten beitragen [180]. CCR2 wiederum wird vor allem von den
klassischen CD16– Monozyten (CCR2high) exprimiert und nur in sehr geringem Maß von
den intermediären CD16+ Monozyten (CCR2low) [118]. In Übereinstimmung damit konnten
nach Stimulation mit dem konditionierten Medium der PMN-CFC-Gewebe-Kokultur vor
allem CD16– Monozyten detektiert werden (Abschnitt 4.3.4.3). Hingegen konnte im Kon-
trollansatz, in welchem keine PMNs auf dem CFC-Gewebe kultiviert wurden, vermutlich
kein IL-6-trans-Signalling stattfinden. Die MCP-1-Freisetzung ins konditionierte Medium
des CFC-Gewebes konnte somit nicht verstärkt werden. Es ist anzunehmen, dass dadurch
die CD16-Expression auf Monozyten stimuliert wurde, was auf den intermediären Phänotyp
(CD16+ CCR2low) hinweist.
Anhand der aus dem Chemotaxis-Assay vorliegenden Daten zur verstärkten Immunzell-
migration zum CFC-Gewebe in vitro, ist für das Szenario in vivo ebenfalls eine Infiltrati-
on von PMNs ins CFC-Transplantat anzunehmen. Dementsprechend würde das IL-6-trans-
Signalling stattfinden können und große Mengen an MCP-1 sezerniert werden, was vornehm-
lich die Rekrutierung der klassischen CD14++ CD16– CCR2high Monozyten zu CFC-Gewebe
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hin befördern würde. Klassische Monozyten migrieren schnell ins geschädigte Gewebe und
treiben die immunologische Reaktion weiter voran [122]. Die Expression von CCR2 auf den
Monozyten und die MCP-1-Konzentration im konditionierten-Medium der PMN-Gewebe-
Kokultur wurden im Rahmen der Arbeit zwar nicht bestimmt, wären jedoch interessante
Punkte für weiterführende mechanistische Untersuchungen.
In das Gewebe migrierte Monozyten differenzieren zu Makrophagen und polarisieren ab-
hängig von den Umgebungsfaktoren. Es ist bekannt, dass der Polarisationsstatus von Makro-
phagen entscheidend für die Langzeitfunktionalität implantierter Gewebe ist und In-vitro-
Untersuchungen entscheidende Prognosen liefern können [124, 181–184]. Im Rahmen der
vorliegenden Arbeit wurde ein Assay zur Analyse der Makrophagenpolarisation durch das
Aortengewebe entwickelt. Die Makrophagen wurden dazu direkt auf dem Gewebe kultiviert.
Die Art der Kultivierung ist dahingehend entscheidend, dass nicht nur lösliche Faktoren die
Polarisation beeinflussen, sondern die Oberflächenbeschaffenheit und -struktur ebenso aus-
schlaggebend sind [183, 185–187]. In der Tat konnten lösliche Faktoren des Aortengewebes
aller untersuchten Konservierungsmethoden kaum Veränderungen in der Expression der Po-
larisationsmarker auf den Makrophagen induzieren (Abschnitt 4.3.5.3). Als klare Marker ei-
ner M1-Polarisation gingen aus den Etablierungsversuchen zuvor die verstärkte Expression
des kostimulatorischen Moleküls CD80 sowie des MHC-Klasse-II-Moleküls HLA-DR her-
vor. Als Marker einer Polarisation zum M2a- bzw. M2c-Makrophagentyp konnte die erhöhte
Expression des Mannose-Rezeptors CD206 bzw. des Scavenger-Rezeptors CD163 definiert
werden. Jedoch sind diese beiden Oberflächenmoleküle eher schwache Marker im Gegen-
satz zur Charakterisierung des M1-Phänotyps. In der Literatur sind weitere Marker für pola-
risierte Makrophagen beschrieben, welche jedoch oft auf mRNA-Expressionsdaten beruhen
oder nur für das murine System zutreffen [124, 158]. Die Analyse der Oberflächenmarker
von Makrophagen zeigte eine leichte Erhöhung der CD206-Expression, nach Kultivierung
der Zellen auf beiden kryokonservierten Geweben (Abschnitt 4.3.5.2). Dies deutet auf eine
M2a-Polarisation, also einen anti-inflammatorischen Makrophagenphänotyp hin [126]. M2-
Makrophagen sind beispielsweise für eine Geweberegeneration nach Myokardinfarkt erfor-
derlich [188, 189]. Sie fördern das Remodelling des Gewebes unter anderem auch durch die
Phagozytose apoptotischer Zellen und Zelltrümmer. Es kann demnach angenommen wer-
den, dass die zellfreie Matrix bei CFC- und IFC-Geweben, wie sie nach Implantation in vivo
stets nachgewiesen wurde [51–53,190] auf die Phagozytose-Aktivität von M2-Makrophagen
zurückzuführen ist. Andere Studien zur Rejektion von Allografts in vivo berichten jedoch,
dass ins Transplantat infiltrierte M2-Makrophagen zur Fibrose sowie chronischen Abstoßung
geführt haben [191, 192].
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Die Ergebnisse der Makrophagen-Gewebe-Kokultur-Experimente zeigen, dass GA-fixiertes
Gewebe, im Gegensatz zu kryokonserviertem Gewebe, eine Polarisation des M1-Phänotyps
induziert. Li et al. konnten zeigen, dass M1-Makrophagen zur Kalzifikation von Herzklap-
pen beitragen [193]. Diese Daten und die Resultate der vorliegenden Arbeit unterstreichen
den in der Literatur beschriebenen Fakt, dass GA-Fixierung zu einer Veränderung der Gewe-
bestruktur sowie Kalzifikation und damit einhergehender schlechten Langzeitfunktionalität
von Herzklappen führt [58, 59, 194].
Wie eingangs erwähnt, sind vor allem T-Zellen an der Rejektion von Allografts beteiligt. So-
wohl bei CFC- als auch bei GA-fixiertem Gewebe wurden in vivo Infiltrationen von T-Zellen
nachgewiesen [51, 59]. Die Ergebnisse der In-vitro-Versuche im Rahmen dieser Arbeit las-
sen sich in dieses Szenario einordnen. Lösliche Faktoren des CFC-Aortengewebes können
zwar nicht per se eine Proliferation der T-Zellen auslösen, jedoch stellen sie potenziell das
zweite Signal für eine T-Zellaktivierung dar. Dies konnte durch eine Verstärkung der Akti-
vierung und Proliferation von T-Zellen in αCD3-stimulierten PBMC-Kulturen gezeigt wer-
den. Analog dazu wiesen vorherige Untersuchungen unserer Gruppe eine Steigerung der
T-Zellproliferation durch xenogene CFC-Herzklappen nach [54].
Neben den aus dem CFC-Gewebe freigesetzten Zytokinen ist auch die Beteiligung von
DAMPs an der Aktivierung von T-Zellen denkbar. Da T-Zellen ebenfalls TLRs exprimie-
ren, kann eine Aktivierung dieser durch DAMPs als zweites, kostimulatorisches Signal die-
nen [89]. Eine Aktivierung von T-Zellen wurde vor allem durch die erhöhte Expression von
CD25 (α-Untereinheit des IL-2-Rezeptors) gezeigt (Abschnitt 4.3.6.2). Neben der Funkti-
on als Aktivierungsmarker dient CD25 unter anderem als Marker regulatorischer T-Zellen
(Treg). Hinter dem Anstieg der CD25-Expression wäre demnach auch eine Erhöhung der
Population von Treg zu vermuten. In weiterführenden Experimenten konnte zwar eine ver-
stärkte Induktion von Treg durch die löslichen Faktoren des CFC-Gewebes gezeigt werden,
jedoch wurde auch eine vergleichbare Menge von Treg durch IFC-Gewebe-Faktoren gene-
riert. Treg werden durch TGF-β induziert und sind essentiell für die Balance zwischen pro-
und anti-inflammatorischen Immunantworten [195,196]. CFC-Gewebe sekretiert hohe Kon-
zentrationen der inaktiven Form des TGF-β , jedoch setzt es ebenfalls große Mengen an
IL-6 frei. Die Kombination aus TGF-β und IL-6 befördert wiederum die Polarisation zu
Th17-Zellen, welche zu chronischen Entzündungen beitragen [197]. Dieses Zusammenspiel
von TGF-β und IL-6 kann eine Erklärung für die in CFC-Gewebe beobachtete andauernde
T-Zellinfiltration in vivo [51, 53] sowie für in dieser Arbeit gezeigte T-Zellaktivierung und
-proliferation in vitro bieten. Eine Analyse des Induktionspotenzials von CFC-Gewebe für
die Entstehung von Th17-Zellen wurde jedoch noch nicht durchgeführt und sollte ein Aspekt
künftiger Untersuchungen auf diesem Gebiet sein.
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5.3 IFC senkt die Immunogenität kardiovaskulärer
Transplantate
Biermann et al. und Lisy et al. postulierten in ihren Langzeitstudien zu Implantationen von
allogenen IFC-Herzklappen, dass diese eine verbesserte Langzeitfunktionalität im Patienten
aufweisen werden [51, 53]. Die zugrunde liegenden Mechanismen der vermuteten reduzier-
ten Immunogenität waren bisher nicht bekannt, können jedoch nun durch die erhobenen
Daten dieser Arbeit zum Teil erklärt werden.
Wie zuvor in Abschnitt 5.1 erwähnt, bewahrt die IFC-Methode die Struktur der EZM des
Aortengewebes. Dies konnte zum einen in unseren histologischen Analysen mit der regel-
mäßigen Anordnung der EZM-Fasern sowie der Anwesenheit der Zellkerne bestätigt wer-
den. Zum anderen zeigten moderne Analyseverfahren, dass die Integrität der Kollagen- und
Elastinfasern auch auf mikrostruktureller Ebene bewahrt wurde [198, 199]. Obwohl im Aor-
tengewebe nach IFC noch Zellen vorhanden waren, konnte nur ein Minimum an metaboli-
scher Aktivität festgestellt werden (Abschnitt 4.2.1). Ähnliche Resultate wurden zuvor auch
für porcine IFC-Arterien gezeigt [50]. Die Vermutung, dass die Zellen im Gewebe durch
Apoptose oder Nekrose zugrunde gegangen sind, wurde jedoch in der vorliegenden Arbeit
nicht bestätigt. Ferner kann angenommen werden, dass sich durch die hohe Konzentration
an Kryoprotektanzien der IFC-Lösung VS83 der osmotische Gradient im Gewebe unvermit-
telt ändert, wodurch den Zellen das Wasser entzogen wird, jedoch die Zellmembran intakt
bleibt. Eine Rehydratation der Zellen ist nachfolgend selbst während des Waschprozesses
nicht mehr möglich, wodurch der Metabolismus der Zellen weiterhin auf ein Minimum re-
duziert bleibt und zudem kaum Zellen in Apoptose oder Nekrose gehen.
In vivo konnten bei implantierten IFC-Herzklappen jedoch schon nach 1-2 Wochen keine
Zellen mehr detektiert werden [52]. Biermann et al. nahmen dabei an, dass diese Dezellula-
risierung passiv durch den Blutfluss und die mechanische Belastung des Gewebes realisiert
wird. Eine Beteiligung von Makrophagen an einer Elimination der Zellen, wie es bereits in
Abschnitt 5.2 diskutiert wurde, kann hingegen auch vermutet werden. Die im Makrophagen-
Polarisations-Assay beobachtete Erhöhung der CD206- sowie CD16-Expression bei Makro-
phagen, welche auf IFC-Aortengewebe kultiviert wurden, zeigt eine Polarisation in Rich-
tung des phagozytierenden M2-Phänotyps an und lässt sich in das erwähnte Szenario ein-
ordnen. In vivo könnte demnach IFC-Gewebe als eine Art „dezellularisiertes“ Gewebe be-
trachtet werden. Dezellularisierung, durch die Anwendung von Detergenzien und Enzymen,
wird ebenfalls als Strategie zur Konservierung von Geweben und Reduktion ihrer Immuno-
genität angewandt. Eine Vielzahl verschiedener Protokolle zur Dezellularisierung kardio-
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vaskulärer Gewebe existieren [170, 200–202], jedoch sind die bisherigen klinischen Re-
sultate unbefriedigend [73, 74, 203]. Es wird angenommen, dass die Ursache dafür in der
durch die harschen Reagenzien zerstörten EZM-Struktur begründet liegt [79, 204]. Außer-
dem sind Dezellularisierungs-Protokolle oft sehr aufwändig und kostenintensiv. Die IFC-
Methode würde dagegen eine einfache, schnelle und kostengünstige Methode zur Gewebe-
konservierung unter Erhalt der EZM darstellen. Kürzlich beschrieben Muratov et al. eine
der IFC ähnlichen Methode, welche sie als „Devitalisierung“ bezeichneten [205]. Die durch
Digitonin und EDTA „devitalisierten“ Herzklappen-Allografts zeigten ebenfalls gute mecha-
nische Eigenschaften sowie im Gegensatz zu CFC-Gewebe, keine Thrombusbildung oder
Immunzellinfiltration in vivo. Diese Ergebnisse weisen Parallelen zu den Effekten durch IFC
auf. Jedoch fand bei den „devitalisierten“ Geweben keine detaillierte Analyse der EZM statt
und bis zum jetzigen Zeitpunkt wurden keine weiterführenden Studien zu dieser Methode
veröffentlicht.
In Übereinstimmung mit der verringerten metabolischen Aktivität des Aortengewebes nach
IFC konnte auch eine verminderte Sekretion von Zytokinen und Chemokinen festgestellt
werden (Abschnitt 4.2.3). Jedoch war die Freisetzung der Zytokine nicht wie bei GA-fix-
iertem Gewebe komplett unterbunden, sondern lediglich stark reduziert gegenüber der Aus-
schüttung aus CFC-Gewebe. Dies wurde beispielsweise für die pro-inflammatorischen Zy-
tokine MCP-1 und IL-6 gezeigt, hingegen wurde das anti-inflammatorische Zytokin IL-10
weiterhin in vergleichbaren Konzentrationen wie vom CFC-Gewebe freigesetzt. Interessan-
terweise fiel bei der kinetischen Analyse der MCP-1- und IL-6-Freisetzung aus dem IFC-
Gewebe auf, dass sich die Menge der Zytokine im konditionierten Medium nicht über die
Zeit hinweg erhöhte, wie dies bei CFC-Gewebe der Fall war. Anhand dieser Feststellungen
lässt sich die Hypothese aufstellen, dass die aus dem IFC-Gewebe freigesetzten Zytokine
nicht aktiv von den Zellen produziert, sondern in der EZM gespeichert und daraus freige-
setzt werden.
Die eingeschränkte Zytokinsekretion sowie die unbeschädigte EZM und Abwesenheit ne-
krotischer Zellen (keine DAMPs) würde zu einer verminderten Anlockung von Immunzel-
len durch IFC-behandeltes Gewebe führen, was im Rahmen dieser Arbeit im durchgeführ-
ten Chemotaxis-Assay in vitro vor allem für PMNs und Monozyten bestätigt wurde. Diese
Daten zur Immunzellmigration liefern somit auch eine Erklärung für die verringerte Infil-
tration von Immunzellen, wie sie bei IFC-Transplantaten in vivo beobachtet wurde [51, 53].
Ebenso verstärkte das konditionierte Medium des IFC-Gewebes nicht die Proliferation von
αCD3-stimulierten T-Zellen, woraus sich wiederum schließen lässt, dass IFC-Gewebe keine
kostimulatorischen Signale für die T-Zellaktivierung freisetzt. Darüber hinausgehend kann
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die reduzierte IL-6-Freisetzung aus IFC-Gewebe zur Apoptose von T-Zellen führen, da IL-6
ein wichtiges Überlebenssignal für T-Zellen liefert [206, 207].
Während der Analyse der freigesetzten Zytokine war außerdem auffällig, dass das vom IFC-
Gewebe sekretierte TGF-β1 hauptsächlich in seiner aktiven Form vorlag. CFC-Gewebe setz-
te zwar mehr Gesamt-TGF-β1 frei, jedoch lag dieses überwiegend in der inaktiven Form
vor. TGF-β1 wird von Zellen als Propeptid synthetisiert, welches nach der Modifikation im
Golgi-Apparat als Homodimer über nichtkovalente Bindung an das LAP gebunden vorliegt.
In dieser als Small Latent Complex (SLC) bezeichneten Form ist das TGF-β1 inaktiv, da eine
Bindung an seinen Rezeptor nicht möglich ist [153]. Der SLC ist wiederum kovalent über
das Latent TGF-β -Binding Protein (LTBP) an Komponenten der EZM gebunden und kann
somit dort gespeichert werden [208]. Eine Aktivierung, also eine Freisetzung des gebunde-
nen TGF-β1 aus dem Komplex, ist durch Änderungen des pH-Wertes (Denaturierung des
LAP), oxidative Prozesse (z.B. durch ROS), proteolytische Spaltung (z.B. durch Metallo-
proteinasen), mechanische Kräfte oder die Bindung von Integrinen möglich [153, 209–212].
Wir nahmen deshalb an, dass die spezielle Zusammensetzung der IFC-Lösung VS83 mög-
licherweise durch Denaturierungs- oder oxidative Prozesse eine Aktivierung des gebunde-
nen TGF-β1 auslöst, was nicht durch die CFC-Lösung möglich ist. Tatsächlich konnten
wir experimentell zeigen, dass allein DMSO in hoher Konzentration (36 %) oder Forma-
mid, wie in der VS83-Lösung vorliegend, in der Lage sind, TGF-β1 partiell zu aktivieren.
TGF-β ist an zahlreichen anti-inflammatorischen und regulatorischen, aber auch an pro-
inflammatorischen Prozessen der Immunantwort beteiligt. Die initiale Freisetzung von ak-
tivem TGF-β1 aus dem IFC-Gewebe könnte somit ein entscheidender Faktor in der Mo-
dulation der Immunantwort im Unterschied zu CFC-Gewebe sein. Ein eindeutiger Zusam-
menhang dafür konnte jedoch nicht in den funktionellen In-vitro-Untersuchungen in die-
ser Arbeit erbracht werden. In der Literatur wird beispielsweise beschrieben, dass TGF-β
die Aktivierung von Monozyten zum intermediären bzw. nicht-klassischen CD16+ Phäno-
typ unterstützt [213]. Vor allem auch in Kombination mit IL-10 fördert TGF-β lokal die
Differenzierung der klassischen Monozyten zum intermediären Subtyp [214]. Jedoch konn-
te bei der Analyse des Monozytenphänotyps nach Stimulation mit den löslichen Fakto-
ren des IFC-Gewebes nur eine minimale Erhöhung der CD16-Expression detektiert werden
(Abschnitt 4.3.4.3). In einer Studie mit unseren Kooperationspartnern Högerle et al. wur-
de im Gegensatz dazu festgestellt, dass die nachträgliche Behandlung von CFC-Geweben
mit der IFC-Lösung VS83 zu einer signifikante Erhöhung der CD16-Expression auf Mo-
nozyten führt [215]. Die Abweichung zu den vorliegenden Daten könnte auf die lediglich
nachträgliche Behandlung mit VS83 zurückgeführt werden. Wahrscheinlicher ist jedoch die
Annahme, dass die Monozyten schon zu Makrophagen differenziert waren, da bei der Studie
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von Högerle et al. die erhöhte CD16-Expression der Monozyten nach 7 Tagen, und nicht
wie in der vorliegenden Arbeit nach 2 Tagen, analysiert wurde. Wie bereits diskutiert, wur-
de im Makrophagen-Polarisations-Assay eine erhöhte CD16-Expression sowie eine Herab-
regulation von CD14 und CD163 bei den Makrophagen (CD14low CD16high), welche auf
IFC-Gewebe kultiviert wurden, nachgewiesen (Abschnitt 4.3.5.2). Zizzo et al. beschreiben
für dieses Muster der Markerregulation die Polarisation in einen M2c-Phänotyp, welcher
durch TGF-β induziert wurde [137]. Der funktionelle Zusammenhang zwischen der Frei-
setzung von aktivem TGF-β1 aus IFC-Gewebe und der Induktion des CD14low CD16high
M2c-Makrophagentyps konnte jedoch in den mechanistischen Untersuchungen durch die
Blockierung von TGF-β1 mit einen neutralisierenden Antikörper nicht bestätigt werden (Ab-
schnitt 4.3.5.4). Weiterhin konnte durch lösliche Faktoren des IFC-Gewebes im Vergleich zu
CFC-Gewebe auch keine verstärkte Induktion von Treg, welche durch TGF-β1 induziert wer-
den, nachgewiesen werden.
Insofern konnte im Rahmen der vorliegenden Arbeit zwar kein direkter Nachweis über die
mechanistische Wirkung des freigesetzten aktiven TGF-β1 aus IFC-Gewebe erbracht wer-
den, jedoch stellt dies einen wichtigen Ansatz für nachfolgende Untersuchungen dar. Ein
wichtiger Punkt wäre es, die TGF-β -Effekte im Hinblick auf eine mögliche Induktion fi-
brotischer Prozesse zu beleuchten. Denn TGF-β führt in Fibroblasten zur Aktivierung von
Genen der EZM-Produktion sowie zur Suppression von Metalloproteinasen [216, 217]. Ei-
ne kontinuierliche TGF-β -Stimulation der Fibroblasten führt zu einer Überproduktion und
Ablagerung von EZM, insbesondere Kollagen. Darüber hinaus werden gegenregulierende
Mechanismen, wie die Matrixdegradation durch Metalloproteinasen der Fibroblasten, un-
terdrückt. Zusätzlich treiben M2-Makrophagen die Fibrosierung durch die Produktion von
TGF-β und EZM-Proteinen weiter voran [133, 134].
Zusammenfassend kann aus den vorliegenden Ergebnissen geschlussfolgert werden, dass das
IFC-Gewebe und insbesondere die Kombination bzw. die Abwesenheit freigesetzter Fak-
toren in vitro zu einer abgeschwächten Immunreaktion führt. Folglich kann angenommen
werden, dass auch in vivo bei IFC-Transplantaten eine reduzierte Anlockung und Migrati-
on von PMNs, Monozyten und nachfolgend eine geringe T-Zellinfiltration, -aktivierung und





































































































Abbildung 44: Vorgeschlagener Mechanismus zur Erklärung der reduzierten Immunogenität von Ge-
webetransplantaten durch IFC gegenüber CFC
Durch CFC werden Gewebestrukturen und Zellen teilweise zerstört, wodurch DAMPs freigesetzt werden. Au-
ßerdem sekretiert CFC-Gewebe große Mengen pro-inflammatorischer Zytokine wie IL-6, MCP-1, IL-8 sowie
inaktives TGF-β . Dies führt zur starken Aktivierung von Immunzellen im Blut. PMNs (P) und Monozyten (M)
infiltrieren in das Gewebe, wo letztere zu Makrophagen (Mϕ) differenzieren, die Immunreaktion fortsetzen
und nachfolgend T-Zellen (T) aktiviert werden. Im Gewebe finden nach IFC kaum apoptotische oder nekroti-
sche Ereignisse statt. Die Zellen weisen jedoch eine verminderte metabolische Aktivität, verbunden mit einer
reduzierten Zytokinsekretion auf, TGF-β wird hingegen in seiner biologisch aktiven Form sekretiert. Diese
Faktoren schwächen die Aktivierung von Immunzellen ab. Insbesondere die Migration und Infiltration von
PMNs, Monozyten und T-Zellen wird reduziert (Abbildung modifiziert nach Schneider et al. 2017 [218]).
5.4 Ausblick
Die hier beschriebenen Untersuchungen zum Einfluss der Kryokonservierung kardiovasku-
lärer Gewebe auf die humane Immunantwort basieren auf Testsystemen in vitro und unter-
liegen zweifellos gewissen Limitationen. Die Verwendung primärer humaner Immunzellen
anstelle von Zelllinien verschaffte eine gute Annäherung an die Situation in vivo, trotzdem
waren durch die biologische Variabilität der Immunzellspender Varianzen in den Reaktio-
nen der Zellen zu verzeichnen. Obwohl durch die Kultivierung der Immunzellen direkt auf
dem Gewebe der Einfluss der unnatürlich-steifen Zellkulturplatte umgangen wurde, wird
am Beispiel der Polarisation der Makrophagen deutlich, dass eine eindeutige Vorhersage
aus den In-vitro-Daten auf die Langzeitfunktionalität von kryokonservierten Geweben im
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Patienten nicht gänzlich möglich ist. Die Analyse der Immunzellen zeigt stets nur ihren
Zustand zu einem bestimmten Zeitpunkt. Beim Ablauf einer Immunreaktion ist aber vor al-
lem die Balance der stattfindenden pro- und anti-inflammatorischen Prozesse wichtig. So
ist im Fall einer Wundheilung und Geweberegeneration zunächst durchaus die Beteiligung
von M1-Makrophagen essentiell, jedoch ist eine nachfolgende rasche Umstellung auf die
Anwesenheit von M2-Makrophagen zur Beendigung der Immunreaktion unerlässlich [83].
In der vorliegenden Arbeit wurden überwiegend isolierte Immunzellpopulationen betrach-
tet. Dies ist für die Untersuchung zellspezifischer Effekte nützlich, hingegen herrscht in vivo
stets ein komplexes Zusammenspiel verschiedener Zellpopulationen und löslicher Faktoren
vor. Es wurden im Rahmen der Arbeit sowohl humorale als auch zelluläre Komponenten
des Immunsystems im Detail untersucht, jedoch war eine vollständige Analyse aller Im-
munzellpopulationen nicht realisierbar. Dendritische Zellen (DCs) beispielsweise, stellen
als Antigen-präsentierende Zellen eine wichtige Funktion in der Kommunikation des an-
geborenen mit dem adaptiven Immunsystem dar. Sie induzieren eine Antigen-spezifische
T-Zellantwort, welche die Differenzierung zu unterschiedlichen Effektor-T-Zellen oder Treg
nach sich zieht [219, 220]. Diverse Studien illustrieren, dass Biomaterialien, deren Oberflä-
chenstruktur oder lösliche Faktoren sowie EZM-Proteine die Reifung und Differenzierung
von DCs beeinflussen [221, 222]. Eine genauere Betrachtung dieses Zelltyps wäre daher
sinnvoll, um die Langzeitfunktionalität kryokonservierter Gewebe besser abschätzen zu kön-
nen.
Erste In-vivo-Studien im Schaf zum Einsatz von CFC- und IFC-Gewebe konnten bereits ei-
ne Vorstellung zu den ablaufenden Reaktionen über einen längeren Zeitraum im komplexen
System des Modellorganismus liefern [51–53]. Schafe sind gute Modellorganismen für die
Erforschung kardiovaskulärer Erkrankungen, jedoch ist eine Untersuchung der stattfinden-
den immunologischen Prozesse aufgrund begrenzter diagnostischer Werkzeuge (z.B. mo-
noklonale Antikörper) limitiert [223]. Für präklinische Untersuchungen des humanen Im-
munsystems wäre die Verwendung eines humanisierten Mausmodells ein vielversprechen-
der Ansatz. NOD-Scid-IL2Rgammanull-Mäuse (NSG-Mäuse) sind immundefiziente Tiere,
ohne reife Lymphozyten und NK-Zellen, in denen eine Rekonstitution mit humanen Im-
munzellen erfolgen kann [224]. Eine subkutane oder sogar kardiovaskuläre Applikation von
CFC- und IFC-behandelten humanen Geweben bei NSG-Mäusen würde einen weiteren Auf-
schluss über die humane Immunantwort auf die allogenen Transplantate geben. In einem
ersten Proof-of-Principle-Versuch, den wir bereits in unserer Arbeitsgruppe durchgeführt
haben, wurden NSG-Mäusen humane CFC-Aortengewebestücke subkutan appliziert. Die
Mäuse konnten erfolgreich mit humanen Immunzellen (CD45+ Zellen) rekonstituiert wer-
den (sowohl in der Peripherie als auch in der Milz) und auch nach 3 Wochen waren keine
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Anzeichen einer Graft-versus-Host-Reaktion erkennbar (Daten nicht gezeigt). Es steht dem-
zufolge nun ein Modell zur Verfügung, um vergleichende Studien zur Analyse der Reaktion
des humanen Immunsystems auf die unterschiedlich kryokonservierten Gewebetransplantate
durchzuführen. Die Durchführung solcher Versuche sollte auf dem Weg der Translation der
IFC-Methode in die klinische Praxis einbezogen werden.
Zusätzlich weist die IFC-Methode auch hinsichtlich finanzieller sowie logistischer Aspekte
Vorteile gegenüber der CFC-Methode auf [39]. Ungeachtet der vielversprechenden Resultate
für IFC-behandelte Allografts bleibt jedoch das Problem der limitierten Verfügbarkeit allo-
gener kardiovaskulärer Gewebe bestehen. IFC wurde auch bei xenogenen Herzklappen und
Gefäßen mit vergleichbaren Ergebnissen angewendet [50, 54, 160]. Unsere Arbeitsgruppe
zeigte jedoch, dass das xenogene Antigen α-Gal, welches von erheblicher klinischer Be-
deutung ist, weiterhin auf dem IFC-Gewebe vorhanden ist [54]. Das α-Gal-Antigen wird
von den meisten Säugetiere, jedoch nicht vom Menschen exprimiert. Der Mensch besitzt
hingegen natürliche Antikörper gegen das α-Gal-Epitop, welche ca. 1 % der zirkulierenden
Immunglobuline ausmachen [225]. Die Bindung der α-Gal-Antikörper an ihr Epitop führt
zur Aktivierung des Immunsystems und schlussendlichen Rejektion transplantierter, xeno-
gener Gewebe. Es wurden bereits α-Gal-Knockout-Schweine gezüchtet, um diese Barriere
überwinden zu können [226]. Die Nutzung dieser Schweine als Gewebequelle wäre dem-
nach eine zukünftige Strategie, wenn die IFC-Methode auch bei Xenografts in der Klinik
Anwendung finden soll.
Weiterhin ist vor einer Translation der IFC-Methode in die Klinik zu klären, ob die in der
VS83-Lösung verwendeten Reagenzien nach den Waschschritten noch im Gewebe verblei-
ben. DMSO, Formamid und 1,2-Propandiol sind die wesentlichen kryoprotektiven Substan-
zen der VS83-Lösung. 1,2-Propandiol (auch Propylenglykol genannt) wird generell als nicht-
toxisch, mit geringen systemischen Effekten bewertet [227,228]. DMSO und Formamid kön-
nen dagegen, abhängig von der Dosis und Temperatur, toxische Wirkungen auf Zellen und
Organismen haben [227,229]. In der kooperierenden Arbeitsgruppe von Prof. Katja Schenke-
Layland laufen bereits Untersuchungen mittels Raman-Spektroskopie zum Verbleib dieser
Substanzen im Gewebe nach IFC, wodurch die einleitende Fragestellung adressiert wird.
Insgesamt zeigen die in der vorliegenden Arbeit präsentierten Ergebnisse, dass die Konser-
vierungsmethode im Allgemeinen bzw. die Art der Kryokonservierung im Speziellen einen
maßgeblichen Einfluss auf die Reaktion des Immunsystems auf transplantierte Gewebe hat.
Die Untersuchungen der vorliegenden Arbeit markieren wichtige Schritte auf dem Weg zur
klinischen Anwendung der IFC-Methode und leisten somit einen Beitrag zur Verbesserung
der Konservierungsstrategien für kardiovaskuläre Transplantate.
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